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                                                                                                                  Introducción 
1. VISIÓN HISTÓRICA 
La Ribulosa bisfosfato carboxilasa/oxigenasa (Rubisco, EC 4.1.1.39), 
responsable de la mayor parte de la conversión de CO2 inorgánico en carbono 
orgánico, es probablemente la proteína más abundante de la Tierra (Ellis, 
1979). La Rubisco es un enzima básico para el mantenimiento de la vida. 
Prácticamente todo el carbono del cuerpo humano, como también el presente 
en la comida, carburantes y ropa ha pasado alguna vez por el centro activo 
del enzima. 
Alrededor del 1954, Melvin Calvin y Andrew A. Benson 
identificaron cada una de las reacciones del ciclo de fijación fotosintética de 
CO2 (Bassham, 2003). Este descubrimiento, merecedor del premio Nobel, 
llevó a los grupos de Bernad L. Horecker y Arthur Weissbach en 1956 a 
buscar el enzima responsable del primer paso del Ciclo de Calvin capaz de 
catalizar la combinación del CO2 con ribulosa 1,5-bisfosfato (RuBP) y su 
posterior dismutación en dos moléculas de 3-fosfogliceraldehído (Benson, 
2002). Trabajando en hojas de espinaca encontraron un enzima con dicha 
actividad que tenía un coeficiente de sedimentación de 18S (Weissbach et al., 
1956). Este trabajo coincidió con la observación de una proteína mayoritaria 
que constituía el 50% del contenido proteico soluble en extractos crudos de 
hoja de espinaca y poseía un coeficiente de sedimentación de 18S (Singer et 
al., 1952; Wildman, 2002). La identidad de esta proteína (denominada 
Fracción I) con el enzima que carboxila RuBP fue establecida por el grupo de 
Robert Dorner y Albert Kahn (Dorner et al., 1957), y el enzima se rebautizó 
como “carboxidismutasa”. 
Entre los años 50 y 60 la investigación se centró en la purificación y 
caracterización catalítica del enzima. Su nombre fue evolucionando desde 
1956 hasta 1979. Se llamo carboxidismutasa, ribulosa difosfato o RuDP 
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carboxilasa, ribulosa bisfosfato o RuBP carboxilasa, incluso se llamó 3-fosfo-
D-glicerato carboxilasa (dimerizadora) (Wildman, 2002). En 1971 Ogren y 
Bowes encontraron que el enzima también era capaz de oxigenar RuBP para 
dar 2-fosfoglicolato (a la vez que 3-fosfoglicerato), la primera reacción de la 
vía fotorrespiratoria (Bowes et al., 1971). Por tanto, se le cambió el nombre a 
ribulosa-1,5-bisfosfato carboxilasa-oxigenasa. Y fue en un congreso en 1971 
cuando David Eisenberg inventó la abreviatura “Rubisco” procedente de 
ribulosa-1,5-bisfofato carboxilasa/oxigenasa. 
  
2. FUNCIÓN DE LA RUBISCO 
2.1. ACTIVIDAD ENZIMÁTICA 
El enzima cataliza la primera reacción del ciclo de Calvin (fig.1), el 
paso inicial de la asimilación fotosintética, y por tanto de la ruta responsable 
de la incorporación de carbono en la biosfera (Ferreira et al., 2000). La 
Rubisco carboxila RuBP (azúcar de 5 C) con CO2 de la atmósfera para 





















 Este ácido carboxílico se reduce para formar carbohidratos y una 
parte del esqueleto carbonado se usa para regenerar RuBP.  
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Además de la carboxilación, la Rubisco también es capaz de catalizar 























que genera una molécula de PGA que se metaboliza a través del ciclo de 
Calvin, y una de 2-fosfoglicolato que por la ruta del glicolato, mediante 
consumo de ATP y poder reductor unido a la pérdida de CO2, se reconvierte 
parcialmente en PGA que retorna al ciclo de Calvin  (Bowes et al., 1971). Este 
proceso se conoce como fotorrespiración (fig.1). El balance neto de esta vía es 
la pérdida de más del 30% del CO2 fijado durante la fotosíntesis (Ogren, 
1984). La reacción de oxigenación compromete la eficiencia de la fijación 
fotosintética de carbono y constituye probablemente la restricción más 
importante para la acumulación de biomasa de las plantas. Aunque se ha 
propuesto que esta vía podría participar en otros procesos metabólicos 
(Leegood et al., 1995) no hay evidencias concluyentes de que la función de 
esta ruta sea otra que la de metabolizar el fosfoglicolato y recuperar así parte 
del carbono. 
El nivel de fotorrespiración depende de la relación de carboxilación 
respecto a la oxigenación, y de las concentraciones relativas de O2 y CO2 en el 
ambiente de la Rubisco. Muchos organismos fotosintéticos han desarrollado 
estrategias para potenciar la fijación de CO2 sobre la vía fotorrespiratoria, 
bien incrementado localmente la concentración de CO2, o bien aumentando 
 25 
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la capacidad de discriminación entre los dos sustratos del enzima (la cual se 














































Fig.1. Metabolismo de la RuBP. La Rubisco cataliza tanto la reacción de 
carboxilación como la de oxigenación de la RuBP, siendo el punto de partida de dos 




2.2. ALMACEN DE NUTRIENTES 
Los organismos han de invertir una parte importante de su contenido 
de nitrógeno, carbono y azufre para sintetizar grandes cantidades de Rubisco 
y así compensar la escasa eficiencia del enzima y su lentitud catalítica. Así, 
por ejemplo, en hojas de plantas superiores, la Rubisco llega a suponer un 
50% del contenido proteico total, y contiene una cierta parte del nitrógeno 
total invertido en dichos órganos (Evans y Seeman, 1989). Por tanto, la 
degradación específica de la Rubisco, la movilización de sus aminoácidos y la 
consecuente reutilización de sus elementos durante la senescencia natural o 
inducida por estrés juegan un papel fundamental en el balance nutricional de 
 26
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las plantas (Ferreira et al., 2000). Se ha observado repetidamente que cuando 
los organismos fotosintéticos se enfrentan a condiciones adversas pueden 
degradar parte de su contenido de Rubisco y utilizar su contenido de carbono, 
nitrógeno y azufre para la síntesis rápida de un complemento enzimático u 
otros componentes esenciales para superar el estrés. Por otra parte, en la 
senescencia natural de órganos verdes de plantas superiores, los nutrientes no 
utilizados de la Rubisco suponen una fracción importante del aporte nutritivo 
a los nuevos órganos en crecimiento. 
 
2.3. OTRAS FUNCIONES 
Además de las funciones citadas, se ha propuesto que la Rubisco 
podría tener otras funciones especializadas. Así, en el estroma de los 
cloroplastos de algas y plantas superiores, se ha descrito que la Rubisco podría 
actuar como tampón metabólico. Debido a la alta concentración de la Rubisco 
y a que su centro activo también reconoce otros componentes del ciclo de 
Calvin, como fosfatos de azúcar, fosfatos de adenosina y NADPH, se ha 
postulado que la unión de estos compuestos a la Rubisco podría tener una 
función fisiológica modulando la concentración disponible de estos 
metabolitos en forma libre (Ashton, 1982). 
Por otra parte, en semillas oleaginosas se ha descrito la participación 
de la Rubisco en una ruta metabólica que aumenta la eficiencia del uso del 
carbono durante la síntesis de ácidos grasos (fig.2). En las semillas verdes de 
Brassica napus, la Rubisco es activa fijando CO2 por la reacción de 
carboxilación normal pero no como parte del ciclo del Calvin, que no es 
funcional, sino que participa en una ruta recientemente descrita que 
convierte carbohidratos en ácidos grasos de reserva (fig.2) (Schwender et al., 
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2004). Primero, las hexosas fosfatos se convierten en RuBP por reacciones de 
la ruta oxidativa de las fosfato pentosas y por acción de la fosforibulokinasa. 
Después, la Rubisco combina RuBP con CO2 produciendo PGA, que se 
convierte a piruvato y posteriormente a ácidos grasos. Esta ruta permite la 
conversión de carbohidratos en un 20% más de Acetil CoA y, por tanto, de 
aceites que la ruta glicolítica, y evita la pérdida del 40% de carbono que se 
















































Fig.2.Transformación metabólica de azucares en ácidos grasos. En primer 
lugar se da la conversión de hexosas fosfato a pentosas fosfato a través de los 
pasos no oxidativos de la ruta de las fosfatos pentosas. Después la Rubisco cataliza 
la formación de PGA reciclando la mitad del CO2 liberado por la Piruvato 
deshidrogenasa. El PGA se procesa a piruvato, AcetilCoA y finalmente a ácidos 
grasos. 
 
Además, se ha descrito que una proteína homóloga a la Rubisco de la 
bacteria Bacillus subtilis funciona como una 2,3-dicetometil-tiopentil-1-
fosfato enolasa (DK-MTP-1-P enolasa) en la ruta de salvamento de la 
metionina en este organismo (Ashida et al., 2003; Sekowska et al., 2004). 
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Aunque esta proteína no es capaz de llevar a cabo la carboxilación y 
oxigenación característica de la Rubisco (Ashida et al., 2003), el fenotipo 
asociado a la eliminación de esta actividad puede ser revertido por la 
transformación con el gen de una Rubisco de un procariota fotosintético 
(Ashida et al., 2003). 
 
3. CLASIFICACIÓN FILOGENÉTICA DE LA RUBISCO 
La Rubisco se encuentra en la naturaleza en diversas formas 
estructurales. En todos los enzimas activos, la unidad catalítica está 
constituida por un homodímero de un polipéptido de unos 50-55kDa 
conocido como “subunidad grande”. El árbol filogenético construido usando 
secuencias de aminoácidos de subunidades grandes de la Rubisco (fig.3) 
muestra agrupamientos característicos entre enzimas de diferentes especies 
(Hanson y Tabita, 2003). En base a estos agrupamientos se han clasificado las 
las Rubiscos en cuatro formas fundamentales: la Rubisco Forma I, Forma II, 
Forma III y Forma IV. 
 
3.1. LA RUBISCO FORMA I Y II 
La Rubisco de plantas superiores, cianobacterias y algas es un enzima 
compuesto por 8 subunidades grandes (L) (55kDa), y 8 subunidades pequeñas 
(S) (15kDa). Este tipo de enzima hexadecamérico se conoce como la Rubisco 
Forma I. Algunos procariotas y dinoflagelados tienen una Rubisco Forma II 
que consiste en solo subunidades grandes organizadas en forma de dímeros, 
tetrámeros o incluso oligómeros mayores ( Schneider et al., 1986; Schneider 
et al., 1990b; Whitney et al., 1995; Li et al., 2005). La principal diferencia 
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Fig.3. Árbol filogenético construido usando secuencias de aminoácidos 
de subunidades grandes de la Rubisco (Hanson y Tabita, 2003). En la tabla se 
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Las Rubiscos Forma I se pueden dividir en dos tipos principales 
“verde” y “roja” (Watson y Tabita, 1997). La Rubisco “verde” se encuentra en 
cianobacterias, plantas superiores, algas verdes y un grupo de bacterias 
púrpuras. Por otro lado, la Rubisco “roja” se encuentra en bacterias púrpuras 
y algas no verdes. Por último, las α, β y γ proteobacterias se dividen entre los 
tipos verde y roja. Algunas de estas clasificaciones no coinciden con aquellas 
filogenias basadas en otros genes, lo que parece indicar que el gen de la 
subunidad grande de la Rubisco ha sufrido múltiples procesos de 
transferencia horizontal y duplicación génica en diferentes linajes (Delwiche 
y Palmer, 1996). 
 
3.2. LA RUBISCO FORMA III 
Algunas arqueobacterias contienen también secuencias de Rubisco 
(las llamadas Forma III) (fig.3) que presentan notables diferencias con las de 
las Formas I y II, aunque los residuos esenciales del centro activo están muy 
conservados. Las Rubiscos Forma III son muy diferentes entre sí con respecto 
a sus propiedades catalíticas y estructurales. Por ejemplo, la Rubisco Forma 
III se ha encontrado en los anaerobios estrictos que crecen a altas 
temperaturas Methanococcus jannaschii (Bult et al., 1996) y Archaeglobus 
fulgidus (Klenk et al., 1997) y en algunos metanógenos heterotróficos 
mesófilos (Finn y Tabita, 2003). En todos estos casos la Rubisco se presenta en 
forma de homodímero L2. Por otro lado, en la Rubisco Forma III purificada 
de la arqueobacteria hipertermófila Thermococcus (antes Pyrococcus) 
kodakarensis (Ezaki et al., 1999) los dímeros de subunidad grande se 
organizan en una estructura pentamérica (L2)5. 
Se ha demostrado que estos enzimas son capaces de catalizar la 
fijación de CO2 dependiente de RuBP in vitro (Watson et al., 1999) y que son 
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activos in vivo (Finn y Tabita, 2003). Estos enzimas difieren entre ellos en su 
actividad dependiente de la temperatura, como también de su sensibilidad 
por el O2 (Finn y Tabita, 2003). Por ejemplo, las Rubiscos de M. jannaschii y 
A. fulgidus se inhiben por el O2 de manera reversible, mientras que el enzima 
mesófilo de M. acetivorans no se consigue recuperar de la inhibición. En la 
Rubisco Forma I y II, el O2 es un inhibidor competitivo con respecto el CO2, 
pero no se había observado una inhibición total de la actividad en 
condiciones normales con CO2 saturante como ocurre en la Rubisco Forma 
III. 
Recientemente se ha resuelto la paradoja de que estas arqueobacterias 
anaeróbicas contuvieran Rubisco catalíticamente competente pero no se 
hubiera encontrado ninguna ruta que produjera su sustrato aceptor de CO2. 
En estos organismos se ha descrito una vía diferente de síntesis de RuBP a 
partir de PRPP (5-fosfo-D-ribosa 1-pirofosfato) (Finn y Tabita, 2004). Esta 
nueva vía parece constituir un enlace evolutivo entre la vía del reciclaje de 
las purinas y el ciclo de Calvin, ya que PRPP es un metabolito central que 
une las dos vías (Finn y Tabita, 2004). 
El estudio de estas Rubiscos Forma III presenta varios puntos 
adicionales de interés. Por un lado, el estudio comparado de las Rubiscos de 
especies aeróbicas podría permitir entender los cambios evolutivos asociados 
al incremento de la presencia del O2. Por otro lado, la capacidad de catalizar 
la reacción a temperaturas extremas es un indicador de una adaptación 
estructural única, lo que podría proporcionar información de la relación 
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3.3. LA RUBISCO FORMA IV 
También se han identificado genes que codifican secuencias con 
homología a Rubisco en otros organismos sin ciclo de Calvin, como la 
bacteria Gramm positiva Bacillus subtilis (Kunst et al., 1997), en la bacteria 
verde azufrada Chlorobium tepidum (Hanson y Tabita, 2001), en la bacteria 
púrpura no fototrópica azufrada Rhodopseudomonas palustris (Larimer et al., 
2004) y en la arqueobacteria extremofílica que metaboliza azufre 
Archeoglobus fulgidus (Klenk et al., 1997). Debido a diferencias 
características de secuencia se les clasifica como Rubisco Forma IV (fig.3). 
Estas proteínas carecen de algunos residuos esenciales del centro activo y no 
son capaces de catalizar la fijación de CO2 u O2 dependiente de RuBP 
(Hanson y Tabita, 2001; Ashida et al., 2003), por lo que se denominan 
proteínas similares a Rubisco. Entre ellas presentan poca homología de 
secuencia, lo que podría indicar que diferentes Rubiscos Forma IV tengan 
diferentes papeles fisiológicos. De hecho, se ha demostrado que la proteína 
similar a Rubisco de B. subtilis cataliza una reacción de enolización (DK-
MTP-1-P enolasa) en la ruta de salvamento de la metionina (Sekowska y 
Danchin, 2002). Los genes que codifican para proteínas de esta ruta se 
encuentran juntos en varios operones, uno de los cuales incluye el gen para la 
Rubisco (mtnW). Por otra parte, la Rubisco de C. tepidum no cumple esta 
función, sino que parece estar implicada en el metabolismo del azufre y/o en 
respuesta a estrés oxidativo (Hanson y Tabita, 2001; Hanson y Tabita, 2003). 
Se ha propuesto que esta Rubisco Forma IV ha coevolucionado con los 
enzimas de la ruta de biosíntesis de la bacterioclorofila, y podría estar 
implicado en procesos relacionados con la fotosíntesis (Li et al., 2005). Por 
último, el genoma de R. palustris codifica tanto para dos Rubiscos Forma IV 
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(RLP1 y RLP2) como también para Rubiscos Forma I y II (Larimer et al., 
2004). Estas dos Rubiscos Forma IV pertenecen a diferentes grupos, 
indicando que podrían tener diferentes funciones (Hanson y Tabita, 2003). 
RLP2 es el ortólogo de la Rubisco Forma IV de C.tepidum y RLP1, que está 
débilmente relacionada con las Formas I y II, parece haber divergido 
funcionalmente del proceso fotosintético y jugar un papel en otro proceso 
metabólico (Hanson y Tabita, 2003). 
Curiosamente, la Rubisco fotosintéticamente activa de R. rubrum 
(Forma II) puede complementar una cepa deficiente en la Rubisco Forma IV 
y funcionar como una enolasa en la ruta de salvamento de metionina en B. 
subtilis (Ashida et al., 2003). Esto sugiere que el centro activo de la Rubisco 
puede acomodar un rango relativamente amplio de sustratos, y así, la Rubisco 
sería potencialmente capaz de evolucionar a nuevas actividades catalíticas (Li 
et al., 2005). De hecho, las desventajas de la Rubisco como catalizador 
podrían reflejar la evolución y posible multifuncionalidad de la proteína 
ancestral. No se ha identificado el gen ancestral de la Rubisco pero las 
Rubiscos Forma IV podrían ser el enlace evolutivo hacia la forma 
catalíticamente activa y por tanto, la investigación de la función de éstas, 
desde punto de vista bioinformático, estructural y funcional, podría clarificar 
la evolución de la Rubisco y sus funciones (Hanson y Tabita, 2001; Li et al., 
2005). Recientemente se ha planteado una hipótesis en la que se propone que 
una Rubisco similar a la de la Forma IV de B. subtilis sería el origen de la 
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Fig.4. Hipótesis de la evolución molecular de la Rubisco fotosintética a 
partir de la Rubisco Forma IV similar a la de B. subtilis. Se propone que 
uno de los duplicados de la proteína similar a la Rubisco de B. subtilis perdería su 
actividad en la ruta de salvamento de la metionina permitiéndole evolucionar 
hacia la Rubisco activa como RuBP carboxilasa. Posteriormente aparecería en 
paralelo una actividad enolasa/fosfatasa que sustituiría a la reacción catalizada 
por esta Rubisco Forma IV y se establecería en el resto de organismos que 
comparten esta ruta. Por su parte, esta Rubisco Forma IV evolucionaría a la 
Rubisco fotosintética y de arqueobacterias mediante la adquisición de los 
residuos necesarios para la unión de un grupo fosfato en C5 de RuBP, del lazo6 y 
otros. De esta manera, el ciclo de Calvin se completaría con la aparición de esta 
Rubisco fotosintética. A continuación aparecerían las bacterias 
quimioautotróficas y fotosintéticas que utilizan el ciclo de Calvin para la fijación 
de CO2, y así los organismos fotosintéticos pudieron prosperar en la Tierra. 
Adaptado de (Ashida et al., 2005). 
 
4. ORGANIZACIÓN GÉNICA, SÍNTESIS Y ENSAMBLAJE DE LA RUBISCO 
4.1 ORGANIZACIÓN DE LOS GENES DE LA RUBISCO 
En la Rubisco Forma I, la subunidad grande está codificada por el gen 
rbcL, mientras que el gen rbcS codifica para la subunidad pequeña. En plantas 
superiores y algas verdes, hay solo una copia del gen rbcL en el genoma del 
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cloroplasto aunque el número de copias del gen por célula puede ser de varios 
miles debido a la poliploídia natural del DNA cloroplástico y al elevado 
número de cloroplastos por célula (Bedbrook et al., 1979). Con raras 
excepciones, rbcL carece de intrones y codifica para un polipéptido de unos 
475 aminoácidos (Gutteridge y Gatenby, 1995). Por otro lado, el gen rbcS está 
codificado por una familia multigénica (Dean et al., 1989; Clegg et al., 1997) 
que oscila entre 2 y 22 miembros (Ferreira et al., 2000) o más en el caso del 
trigo (Sasanuma, 2001). En Chlamydomonas reinhardtii, el genoma nuclear 
contiene 2 genes rbcS (Goldschmidt-Clermont y Rahire, 1986). Casi todos los 
genes rbcS poseen intrones en posiciones altamente conservadas (Spreitzer, 
2003) y codifican para un polipéptido de 123 residuos. Las subunidades 
pequeñas dentro de cada familia difieren a lo sumo en 5 residuos (Spreitzer, 
2003). Durante el desarrollo de la planta, se ha observado que las subunidades 
pequeñas, producto de los distintos genes de la familia rbcS, se expresan de 
una manera diferencial aunque no se conoce su efecto en la función de la 
Rubisco (Spreitzer, 1999).  
Por otra parte en cianobacterias, proteobacterias y en el cloroplasto 
de algas no verdes (con Rubisco “roja”) los genes para las subunidades grandes 
y pequeñas se localizan juntos como parte de un mismo operón bajo el 
control de un único promotor (Tabita, 1999). En este operón se encuentran 
muchos de los enzimas implicados en el ciclo de Calvin. En este caso los 
genes se conocen como cbbL y cbbS (Tabita, 1999).  
La Rubisco Forma II solo tiene subunidades grandes codificadas por 
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4.2. BIOSINTESIS DE LA RUBISCO 
 
La biosíntesis de las subunidades grandes y pequeñas se lleva a cabo 
de una manera regulada. En condiciones naturales, la regulación de la 
biosíntesis de la Rubisco se lleva a cabo a nivel de control de la transcripición. 
Por otro lado, también existe un control a nivel de estabilidad de los RNA 
mensajeros cloroplásticos. Los transcritos de rbcL sufren una regulación 
redox dependiente de los periodos de luz/oscuridad. Así, en presencia de luz 
se promueve la degradación del mensajero de rbcL, y la inhibición del 
funcionamiento de la cadena fotosintética aumenta la estabilidad del 
mensajero (Salvador y Klein, 1999). Parece ser que la región inicial 5´UTR 
con estructura secundaria es responsable de parte de esta regulación (Salvador 
et al., 2004; Suay et al., 2005). Sin embargo, la transición de oscuridad a luz 
provoca la activación de factores de elongación (Kim y Mullet, 2003) y el 
gradiente de protones actúa sobre los polisomas unidos a la membrana 
tilacoidal (Muhlbauer y Eichacker, 1999) produciendo un aumento en la 
síntesis de la Rubisco.  
Además, la biosíntesis de las subunidades se lleva a cabo de una 
manera coordinada. La estequiometría entre éstas se ajusta en respuesta a la 
acumulación de las subunidades no ensambladas (Spreitzer, 1999). Esta 
integración ocurre por dos mecanismos principales. Un exceso de 
subunidades grandes (como en un mutante rbcS antisentido) reprime su 
propia síntesis a nivel de inicio de la traducción (Khrebtukova y Spreitzer, 
1996; Rodermel et al., 1996). Un exceso de subunidades pequeñas (como en 
los mutantes que no acumulan su subunidad grande o en condiciones de 
estrés oxidativo) se regula a nivel de su degradación proteica en el cloroplasto 
(Rodermel, 1999; Cohen et al., 2005). 
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4.3. ENSAMBLAJE DE LAS SUBUNIDADES PEQUEÑAS Y 
GRANDES. MODIFICACIONES POST-TRADUCCIONALES 
En eucariotas fotosintéticos el holoenzima de Rubisco está localizado 
en el cloroplasto. Las subunidades pequeñas se sintetizan en el citoplasma y se 
importan al cloroplasto por un complejo traslocón dependiente de ATP 
(Andrews y Lorimer, 1987). El péptido de tránsito se corta en el estroma por 
una metalendopeptidasa (Oblong y Lamppa, 1992; Robinson y Ellis, 1984a; 
Robinson y Ellis, 1984b; Su et al., 1999) y la subunidad procesada se metila en 
el grupo α-amino del extremo N-terminal (Grimm et al., 1997). Tras estas 
modificaciones la subunidad pequeña está lista para ensamblarse con la 
subunidad grande sintetizada en el cloroplasto (Ostrem et al., 1989). 
Para que se produzca el correcto plegamiento y ensamblaje de las 
subunidades pequeñas y grandes, éstas han de interaccionar con chaperonas 
moleculares. El mecanismo de plegamiento y ensamblaje se conoce mejor en 
organismos procariotas, donde se han identificado las chaperonas DnaJ, DnaK 
y GrpE que interaccionan con las proteínas recién sintetizadas de forma 
secuencial, antes del ensamblaje final por las chaperonas GroEL/GroES 
(Boston et al., 1996). Se han descrito los homólogos cloroplásticos de 
GroEL(cpn60) (Dickson et al., 2000), GroES (cpn10)(Baneyx et al., 1995; 
Bertsch et al., 1992), DnaK (Hsp70) (Drzymalla et al., 1996; Schroda et al., 
1999) DnaJ (Schlicher y Soll, 1997) y GrpE (Schlicher y Soll, 1997; Schroda et 
al., 2001), y se ha demostrado que el péptido de transición de la subunidad 
pequeña interacciona directamente con Hsp70 (Ivey, III et al., 2000; Ivey, III 
y Bruce, 2000). Para la Rubisco desplegada de R. rubrum se ha descrito que el 
sistema completo GroEL/GroES/Mg+2-ATP funciona promoviendo ciclos 
sucesivos de desplegamiento parcial y liberación de la proteína, permitiendo 
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así en cada ciclo que los segmentos atrapados en estructuras no nativas 
adquieran el plegamiento correcto (Shtilerman et al., 1999). 
También se ha sugerido que otros enzimas como la disulfuro 
isomerasa (Kim y Mullet, 2003; Lang y Schmid, 1988) y la peptidil-prolil cis-
trans isomerasa (Lang et al., 1987; Lang y Schmid, 1988) podrían estar 
implicadas en el correcto plegamiento de la Rubisco. 
La subunidad grande de la Rubisco de plantas superiores, algas y 
cianobacterias sufre modificaciones post-traduccionales como acetilación, N-
metilación, fosforilación y posibles transglutaminaciones (Hartman y Harpel, 
1994). En el caso concreto de C. reinhardtii, se observa en la estructura de 
rayos X la metilación de las cisteínas 256 y 369, y la hidroxilación de las 
prolinas 104 y 151 (Taylor et al., 2001; Mizohata et al., 2002). No se conoce la 
función de estas modificaciones post-traduccionales, pero podrían estar 
implicadas en la regulación de interacciones del enzima con otras proteínas o 
manteniendo la estabilidad del enzima (Houtz y Portis, 2003). 
 
 
5. ESTRUCTURA DE LA RUBISCO
Las características funcionales del enzima dependen directa o 
indirectamente de su estructura. La cristalografía de rayos X es una 
herramienta ideal para elucidar la estructura de la Rubisco y, combinada con 
otras técnicas, se ha usado para deducir el papel de varios residuos del centro 
activo, estudiar el mecanismo de carboxilación y determinar cambios 
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5.1. CARACTERÍSTICAS CRISTALOGRÁFICAS DE LA RUBISCO 
La primera cristalización de la Rubisco se describió en 1971 
(Kawashima y Wildman, 1971), pero no fue hasta 15 años después cuando se 
describió la primera estructura. El problema de la Rubisco es el de ser una 
proteína inusualmente grande y complicada. Los primeros cristales contenían 
80% de disolvente y no difractaban bien, otros sufrieron anomalías de 
empaquetamiento y “maclado” (dos o más cristales creciendo entrelazados en 
diferentes orientaciones).  
El principal escollo en el proceso de cristalografía de rayos X de la 
Rubisco, como en la mayoría de proteínas, es la dificultad de obtener cristales 
simples que difracten bien. Al ser una proteína tan grande, produce cristales 
con celdas unidad muy grandes y, por tanto, cristales que difractan 
débilmente. La introducción de la radiación de alta intensidad procedente del 
sincrotrón mejoró mucho la calidad y resolución de los datos obtenidos por 
rayos X. El desarrollo de nuevos detectores CCD ha mejorado la sensibilidad 
para detectar difracción débil y la velocidad de la toma de datos. La técnica 
criogénica para la conservación de los cristales ha reducido el daño sufrido 
por la radiación y la vida media de los cristales. La velocidad computacional y 
el almacenamiento de los ordenadores, así como el desarrollo de algoritmos 
complejos para el refinamiento de los datos basado en un tratamiento de 
probabilidad máxima, mejoran la calidad del modelo final (Andersson y 
Taylor, 2003).  
5.2. ORGANIZACIÓN ESTRUCTURAL Y CARACTERÍSTICAS DEL 
SITIO CATALÍTICO 
La primera estructura de rayos X de Rubisco se determinó para el 
enzima dimérico de R. rubrum ( Somerville y Somerville, 1984; Schneider et 
al., 1986) a 2,9Å de resolución. Las estructuras de los enzimas de espinaca 
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(Andersson et al., 1989; Knight et al., 1989; Knight et al., 1990), tabaco 
(Curmi et al., 1992; Schreuder et al., 1993a; Schreuder et al., 1993b) y 
Synechococcus (Newman et al., 1993; Newman y Gutteridge, 1993; Newman 
y Gutteridge, 1994) se resolvieron poco después permitiendo la visión de la 
organización del enzima hexadecamérico. 
Las estructuras de los monómeros y dímeros de las cuatro formas de 
la Rubisco están muy conservadas a pesar de que la identidad de secuencia de 
aminoácidos de la subunidad grande de estas proteínas sea relativamente baja 
(25-30%). Las Formas I, II y III tienen regiones que están altamente 
conservadas, como son los residuos del centro activo (Knight et al., 1990; 
Taylor et al., 2001), y solo presentan pequeñas diferencias estructurales en 
otras zonas (Schneider et al., 1992). 
En la subunidad grande se puede distinguir un dominio N-terminal, 
que comprende los residuos 1-150, y un dominio C-terminal mayor, que 
consiste en los residuos 151-475 (fig.5A). El dominio N-terminal consta de 5 
hebras β con 2 hélices α a cada lado, mientras que el dominio C-terminal 
consta de un segmento final C-terminal y de 8 unidades α/β consecutivas que 
forman un barril α/β, con 8 hélices α rodeando a las 8 hebras β (Knight et al., 
1990). Los primeros residuos del extremo N-terminal se encuentran muy 
desordenados y no se les puede asignar una posición determinada ni siquiera 
en estructuras obtenidas con una resolución de 1,4 Å (Taylor et al., 2001). La 
región que comprende los residuos 86-96 interacciona con el enzima auxiliar 
Rubisco activasa que cataliza el proceso de activación ( Schreuder et al., 
1993b; Larson et al., 1997; Ott et al., 2000). Esta región está expuesta al 
disolvente y es relativamente flexible, con una conformación diferente en los 
enzimas de diferentes especies.  
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Fig.5. Plegamiento de la subunidad grande de la Rubisco de C. reinhardt i. A. 
En amarillo se muestran las hebras β y en rojo las hélices α. Cada subunidad se 
compone de un domino pequeño N-terminal, y un dominio mayor C-terminal. Se 
indica la posición de algunos residuos de cisteínas. B. Unidad estructural del enzima, 
formado por un dímero de subunidades grandes organizadas antiparalelamente. El 
centro activo se localiza en la entrada del barril α/β localizado en el domino C-
terminal, y con residuos del domino N-terminal de la otra subunidad. Cada subunidad 
se muestra de un color. Se indican el CABP y Mg2+ unidos al centro activo. En verde 
se resaltan las Cys247 que mantienen el dímero unido mediante un puente disulfuro. 
Figuras realizadas con el programa Swiss PDB viewer a partir de los datos del protein 
data bank (código acceso: 1IR2). 
 
La unidad estructural y catalítica del enzima es un dímero (L2) de 
subunidades grandes (fig.5B). El centro activo está localizado en la interfaz 
entre el dominio C-terminal de una subunidad y el dominio N-terminal de la 
otra subunidad (fig.5B). Los residuos que forman el centro activo están muy 
conservados en todas las Rubiscos Forma I, II y III. Para determinar las 
interacciones relevantes en el centro activo se utiliza el CABP, que mimetiza 
el intermediario de seis carbonos de la reacción de carboxilación y forma un 
complejo resistente al intercambio. Los residuos implicados en la unión del 
CABP se pueden dividir en cuatro grupos (fig.6): tres de ellos implicados en la 
formación de puentes de hidrógeno con el fosfato1 (sitio P1), con el fosfato2 
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(sitio P2) y con el esqueleto carbonado, y un cuarto implicado en la 
coordinación del ion metálico (Knight et al., 1990). El sitio de unión P1 
implica residuos de los lazos 7 (Gly381) y 8 (Gly403, Gly404) del extremo C-
terminal y algunos residuos del dominio N-terminal (Thr65) de la subunidad 
adyacente. El segundo sitio de unión de fosfato (P2) lo forman residuos de los 
lazos 5 (Arg295) y 6 (His327) del dominio C-terminal (Knight et al., 1990). El 
Mg+2 es esencial para la catálisis y está coordinado por el grupo carboxilo de la 
Lys201 carbamilada y los grupos hidroxilo de Asp203 y Glu204 (lazo2). Los 
restantes sitios de coordinación están ocupados por moléculas de agua y por 
























Fig.6. Centro activo de la Rubisco de espinaca. Se representan los residuos que 
forman el centro activo y los puentes de hidrógeno con el CABP (en azul oscuro). Los 
residuos implicados en la unión del P1 se muestran en verde, los implicados en 
establecer puentes de hidrógeno con el esqueleto de CABP en amarillo, los residuos 
que coordinan el átomo de Mg+2 (en granate) se muestran en rojo, y los residuos 
implicados en la unión del P2 en azul claro. Los residuos del dominio N-terminal de la 
subunidad adyacente se indican como Nt LS2. Tomado de (Li et al., 2005). 
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Por otro lado, aunque los residuos de cisteína no forman parte del centro 
activo del enzima (Hartman y Harpel, 1994) podrían jugar un papel 
estructural o de regulación. La Rubisco de C. reinhardtii tiene 10 residuos de 
cisteína en la subunidad grande (fig.5A) y 4 residuos en la subunidad 
pequeña. Los residuos Cys256 y Cys369 tienen sus grupos tiolicos metilados 
(Taylor et al., 2001; Mizohata et al., 2002). De los 14 residuos, la Cys172, 
Cys192, Cys247 y Cys459 de la subunidad grande están muy conservados en 
eucariotas (Knight et al., 1990). Los residuos Cys449 y Cys459 están 
localizados en la superficie del enzima y, por lo general, en una orientación y 
distancia compatible (2Å) con el establecimiento de un puente disulfuro. El 
residuo 449 está sustituido por Thr en un grupo de especies de plantas 
superiores, como espinaca, de manera que en estos casos no es posible el 
enlace disulfuro con la Cys459 (Andersson, 1996). En condiciones oxidantes, 
la Cys247 forma un puente disulfuro con otra Cys247 de la subunidad 
adyacente estabilizando la interacción intradimérica pero sin afectar a los 
parámetros cinéticos del enzima (Ranty et al., 1991). Por otro lado, los 
residuos Cys172 y Cys192 están situados en la hebra β1 y hélice α1, 
respectivamente, del barril α/β que forma el centro activo. El desplazamiento 
de estas cisteínas podría provocar un cambio en los residuos del centro activo 
que podría afectar a los parámetros cinéticos del enzima (Andersson et al., 
1989). Se ha descrito que la cisteínas 172 y 192 establecen un enlace disulfuro 
en las estructuras descritas para la Rubisco de tabaco no carbamilado (Curmi 
et al., 1992). Sin embargo, análisis de difracción de rayos X de cristales de la 
Rubisco activada muestran que estos residuos solo se encuentran a distancia 
de Van der Waals y no tienen la orientación adecuada para formar un enlace 
disulfuro (Schreuder et al., 1993b). 
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Las Rubiscos Forma I (L8S8) se organizan en cuatro dímeros de 
subunidad grande ((L2)4) dispuestos alrededor de un eje de simetría 
cuaternario (fig.7A). Las subunidades pequeñas se organizan en dos grupos de 
cuatro subunidades ((S4)2) localizadas en los extremos de los dímeros L2. Una 
subunidad pequeña se asocia con cada subunidad grande, también 
obedeciendo a esta simetría binaria y cuaternaria, e interaccionan con 3 
subunidades grandes (fig.7A). En el centro de la molécula hay un canal 
acuoso entre los dímeros de subunidades grandes que atraviesa la molécula en 
la dirección del eje de simetría cuaternario. 
La estructura de la Rubisco Forma III de la arqueobacteria T. 
kodakarensis (Kitano et al., 2001) consiste en un decámero (L10) con una 
disposición pentamérica de los dímeros (L2)5 (fig.7C) mantenidos juntos por 
una red de puentes salinos. Esta disposición parece ser la responsable de la 
alta termoestabilidad del enzima (Maeda et al., 2002). Las interfases de los 
dímeros son muy diferentes a las de la Forma I (Kitano et al., 2001) aunque la 
estructura secundaria se parece más a la unidad L2 del enzima Forma I que a 
la de la Forma II. Por otro lado, las estructuras de otras Rubiscos Forma III 
descritas son del tipo L2 (Klenk et al., 1997; Finn y Tabita, 2003). 
Recientemente se ha publicado la estructura de la Rubisco Forma IV 
de C. tepidum (fig.7D) (Li et al., 2005). En general la estructura es similar a 
las de las otras tres formas, y se presenta en forma L2. Sin embargo, el centro 
activo es diferente y sugiere que es capaz de catalizar la enolización, que se 
considera el primer paso del mecanismo catalítico de la carboxilación de la 
RuBP por la Rubisco, pero no la carboxilación. Además, la estructura 
presenta ciertas diferencias respecto a las otras Rubiscos: posee un centro 
activo más hidrofóbico; el potencial electroestático superficial es más 
negativo; presenta una inserción de un lazo (CD) en el extremo N-terminal 
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que podría participar en el posicionamiento del lazo6; y la horquilla β entre la 
hélice 6 y la hebra β7 del extremo C-terminal, que se encarga de mantener la 
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Fig.7. Diferentes organizaciones de la estructura cuaternaria de la 
Rubisco. (A) Hexadecámero (L8S8) correspondiente a la Rubisco de espinaca 
(Forma I) visto en dirección de los ejes de simetría binario (izquierda) y 
cuaternario (derecha). Las subunidades grandes se muestran en azul y amarillo y 
las subunidades pequeñas en naranja. (B) La Rubisco Forma II (L2) de R. rubrum. 
(C) La Rubisco Forma III (L10) de T. kodakarensis vista desde los ejes de simetría 
de orden 2 (izquierda) y 5 (derecha). En todos los casos la localización del centro 
activo se muestra resaltando la posición del sustrato bifosforilado en rojo. 
(Tomado de (Taylor et al., 2001)). (D) Estructura de la Rubisco Forma IV de C. 
tep dum. Aunque el cristal fue obtenido en presencia de CABP y Mgi +2, el enzima 
no fue capaz de complejarlos (Li et al., 2005). La figura se ha realizado con el 
programa Swiss PDB Viewer a partir de los datos publicados en el Protein Data 
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4.3. ESTRUCTURA DE LA SUBUNIDAD PEQUEÑA  
Las subunidades pequeñas son más divergentes que las subunidades 
grandes, tanto en secuencia como en estructura tridimensional (fig.8). La 
subunidad pequeña de la Rubisco de plantas superiores tiene 123 residuos, los 
cuales se organizan en 4 hebras β antiparalelas con 2 hélices α a cada lado 
(Knight et al., 1989). Un área de variación estructural principal es el lazo que 
une las dos hebras β β-A y β-B el cual se extiende por el canal acuoso central 
e interacciona con dos subunidades pequeñas adyacentes y con tres 
subunidades grandes (Knight et al., 1990). En plantas superiores, este lazo es 
de alrededor 22 residuos (fig.8b), mientras procariotas y algas no verdes 
tienen un lazo mucho más corto de solo 10 residuos (fig.8c y d) (Newman et 
al., 1993). En algas verdes este lazo es más grande (28 residuos) (fig.8a), lo que 
provoca el estrechamiento del canal central del holoenzima aumentando así 
las interacciones (Spreitzer, 2003; Taylor et al., 2001; Mizohata et al., 2002). 
La extensión del lazo βA-βB parece ser relativamente reciente, ya que solo 
aparece en plantas y algas verdes, quizá provocado por la presencia de un 
intrón en rbcS (Dean et al., 1989; Wasmann et al., 1989). Las Rubiscos que 
tienen un lazo βA-βB mayor poseen generalmente valores de factor de 
especificidad superiores (Jordan y Ogren, 1981; Uemura et al., 1997; Horken 
y Tabita, 1999). Estudios de mutaciones en el lazo βA-βB (Flachmann y 
Bohnert, 1992; Wasmann et al., 1989) sugieren que podría influir en la 
estabilidad del holoenzima y en la catálisis (Du et al., 2000; Spreitzer et 
al.,2001; Karkehabadi et al., 2005b). Para entender mejor el papel estructural 
de la divergencia en el lazo βA-βB, el lazo de Chlamydomonas se sustituyó 
por los lazos (más pequeños) de espinaca y Synechococcus (Karkehabadi et 
al., 2005a). Las diferencias específicas de especies en los lazos no fueron 
esenciales para el ensamblaje del holoenzima. Sin embargo, ambos enzimas 
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mutantes tenían alteradas las propiedades catalíticas, y la introducción de 
lazo de Synechococcus causó una disminución del 11% del Ω. A pesar de 
estos cambios en la catálisis, la estructura de rayos X indica que las 
estructuras del lazo βA-βB de cianobacterias y plantas se conservaban en el 





















Fig.8. Comparación de la estructura de las subunidad pequeña de (a) 
C.reinhardtii (alga verde), (b) espinaca (planta superior), (c) Synechococcus 
PCC6301 (cianobacteria), y (d) Galdieria partita (alga roja). Las subunidades 
pequeñas se muestran desde el mismo ángulo e igual ampliación. Las hélices α se 
muestran en verde y las hebras β en amarillo. Tomado de (Mizohata et al., 2002). 
 
Por otro lado, las Rubiscos tipo roja tienen subunidades pequeñas con 
un dominio C-terminal más largo (30 residuos más que el de plantas 
superiores) (fig.8d). Esta extensión forma 2 hebras β (E y F) adicionales que se 
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extienden en el canal acuoso, interaccionando con las subunidades grandes y 
ocupando el espacio dejado por el lazo βA-βB más pequeño (Sugawara et al., 
1999; Hansen et al., 1999). Todas las subunidades pequeñas que forman el 
lazo βE-βF poseen menos residuos en el extremo N-terminal y dos residuos 
extras en el lazo βC-βD (Spreitzer, 2003). En algas verdes, el extremo C-
terminal de la subunidad pequeña es también más largo que en plantas 
superiores, formando una corta hélice 310 (fig.8a). Estos residuos adicionales 
se sitúan en la superficie del holoenzima (Mizohata et al., 2002) y no son 
esenciales para la función o ensamblaje de la Rubisco (Esquivel et al., 2002). 
 
No se ha encontrado una función específica de las subunidades 
pequeñas pero se sabe que influyen en varios aspectos del enzima. Las 
subunidades pequeñas no parecen ser esenciales para la catálisis ya que las 
Rubiscos Forma II y III carecen de ellas y son catalíticamente activas. De 
hecho, al eliminar la subunidad pequeña de la Rubisco Forma I de 
cianobacterias, la actividad se reduce pero no se elimina (Andrews, 1988; 
Morell et al., 1997). Las subunidades pequeñas podrían haberse originado con 
el objeto de unir y concentrar centros activos de subunidades grandes. Se ha 
propuesto que las subunidades pequeñas evolucionaron a partir de proteínas 
implicadas en el ensamblaje del carboxisoma de cianobacterias, como la 
CcmM de Synechococcus (Kaplan et al., 1989). Con una mayor concentración 
de Rubisco se obtendría un aumento en la fijación de CO2 neta. Sin embargo, 
la gran divergencia de estructuras entre procariotas, algas y plantas terrestres 
parece indicar que las subunidades pequeñas han adoptado funciones más 
especializadas. 
Por otro lado, cambios en la forma de la subunidad pequeña podrían 
influir la conformación del centro activo, y por tanto afectar al mecanismo 
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catalítico. De hecho, la comparación de las estructuras L2 y L8S8 muestra 
diferencias en algunos elementos del barril α/β que forman el centro activo 
(Andersson et al., 1989; Schneider et al., 1990a). La posición de las hélices α7 
y 8 y del lazo8 donde está el sitio de unión P1 varían, pero todavía no está 
claro si estas diferencias afectan a la catálisis. 
Las subunidades pequeñas también podrían ser responsables, en 
parte, de la mayor preferencia por el CO2 respecto al O2 de los enzimas Forma 
I. Éstos suelen tener un mayor factor de especificidad y un menor valor de la 
constante catalítica que los enzimas Forma II (sin subunidad pequeña) 
(Jordan y Ogren, 1981; Jordan y Ogren, 1983; Whitney y Andrews, 1998). 
Análisis de enzimas híbridos interespecíficos, compuestos por subunidades 
grandes de una especie y las pequeñas de otra, han mostrado que las 
subunidades pequeñas influyen en la eficiencia catalítica y especificidad de la 
Rubisco, pero no está claro de qué manera porque los resultados son 
contradictorios  (Spreitzer, 2003). Se han recuperado enzimas quiméricos con 
un factor de especificidad similar al del holoenzima del que provenían las 
subunidades grandes (Andrews y Ballment, 1983; Andrews y Lorimer, 1985; 
Chiba et al., 2003), o las pequeñas (Kanevski et al., 1999), o con valores 
intermedios entre ambas (Read y Tabita, 1992).  
Por tanto, las variaciones estructurales descritas en la subunidad 
pequeña podrían jugar un papel en la eficiencia catalítica, ensamblaje y 
estabilidad del holoenzima, y, además podrían complementar a la subunidad 
grande de una manera muy específica, ya que las interacciones entre las 
subunidades grandes y pequeñas no son las mismas en diferentes especies. 
Probablemente, ello refleja una coevolución de ambas subunidades para 
producir adaptaciones específicas.  
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4.4. ESTUDIOS CRISTALOGRÁFICOS DE CAMBIOS 
CONFORMACIONALES 
La cristalografía de rayos X ha proporcionado un mayor 
conocimiento sobre el funcionamiento de la Rubisco al permitir estudiar las 
estructuras del enzima unido a distintos ligandos. Esto incluye el análogo del 
estado de transición CABP (Lundqvist y Schneider, 1989b; Newman y 
Gutteridge, 1993; Schreuder et al., 1993b; Zhang et al., 1994; Shibata et al., 
1996; Taylor et al., 1996; Taylor et al., 2001; Mizohata et al., 2002), su 
sustrato RuBP (Lundqvist y Schneider, 1989a; Marcus et al., 2003), su 
producto PGA (Lundqvist y Schneider, 1989a; Taylor y Andersson, 1997) y el 
inhibidor XuBP (Newman y Gutteridge, 1994; Taylor et al., 1996). 
La activación del enzima, que consiste en la carbamilación de la 
Lys201 y coordinación de Mg+2 al carbamato, causa pequeños cambios de 
conformación en el centro activo (Taylor y Andersson, 1996). Sin embargo, se 
observan mayores diferencias entre las estructuras de Rubisco libre o con un 
ligando unido (Schreuder et al., 1993a). Una vez el ligando se une, el lazo6 
del barril α/β se cierra sobre el centro activo haciéndolo inaccesible al 
disolvente (fig.9). Este lazo6 (residuos 333-337) así como los residuos 464-475 
del extremo C-terminal y los residuo 1-19 del N-terminal de la subunidad 
grande están normalmente desordenados en el enzima sin ligando (Schreuder 
et al., 1993a; Taylor y Andersson, 1996). El cierre del lazo6 sobre el centro 
activo va acompañado de un reordenamiento de los residuos de los extremos 
C- y N-terminal, los cuales mantienen el lazo6 en posición cerrada. Este 
desplazamiento lleva a algunos residuos del lazo6 a una distancia adecuada 












































Fig. 9. Cambios conformacionales asociados a la catálisis. A. Esquema visto 
desde el eje central del barril α/β. El domino N-terminal (1-150) de la subunidad 
grande adyacente cubre la mayoría de la superficie del barril. Dos subunidades 
pequeñas contactan de manera separada con los dominios que forman el centro 
activo. En el estado abierto el domino N-terminal se mueve hacia la izquierda y 
su correspondiente subunidad pequeña se mueve hacia arriba y hacia la 
izquierda. En la apertura, el lazo6 se retrae para extender la hélice 6 en una 
configuración estable y el C-terminal se separa del centro activo y del barril α/β 
adoptando una conformación desordenada. En el estado cerrado, el disolvente no 
puede acceder al sustrato. Se muestran los sitios de unión P1, P2 y el sitio de 
unión del metal en el centro activo. Tomado de (Duff et al., 2000). B. Vista de 
una sección a través del centro activo de la Rubisco de espinaca sin ligando (azul) 
y complejado con 2CABP (amarillo). 2CABP se une de cara al barril α/β. En rojo 
se muestra la conformación observada en el complejo Ca+2-RuBP. Tomado de 
(Taylor et al., 2001). 
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Por tanto, los movimientos del lazo están inducidos por el ligando y 
son independientes del estado de carbamilación y de la presencia del ion 
metálico divalente. Así, la unión de un ligando como RuBP, XuBP y CABP a 
la Rubisco no carbamilada también induce el cierre del lazo6 sobre el centro 
activo. La única observación del cierre del lazo cuando no hay un 
componente bisfosfato presente es el de la Rubisco de Galdieria partita con 
un ion sulfato unido en el sitio P2 (Okano et al., 2002). Por otro lado, la 
Rubisco activada sin sustrato unido o asociada a sus productos fosfoglicerato o 
PGA, tiene el lazo6 desordenado. Esta conformación abierta permite la salida 
del producto y el acceso del disolvente al centro activo (Taylor y Andersson, 
1997). Se ha observado que la distancia entre los fosfatos P1 y P2 influye en el 
cierre del centro activo. Cuando la distancia es menor de 9Å el centro activo 
se cierra, y si la distancia es mayor de 9Å permanece abierto (Curmi et al., 
1992; Duff et al., 2000). 
 
 
5. ACTIVIDAD ENZIMÁTICA 
5.1. ACTIVACIÓN 
El primer paso obligatorio para alcanzar la competencia catalítica, es 
la activación del enzima. Esto implica la carbamilación del grupo ε-amino de 
la lisina presente en el centro activo (Lys–201 en la Rubisco de espinaca y 
Chlamydomonas) por CO2 (Lorimer y Miziorko, 1980). Esta molécula de CO2 
activadora es distinta a la de CO2 sustrato que será fijada durante la catálisis 
(Miziorko, 1979). La presencia del grupo carbamato en la proximidad de dos 
residuos ácidos adyacentes, Asp-203 y Glu-204 (fig.6), proporciona un sitio 
para la unión del ion esencial Mg2+, que estabiliza el carbamato anteriormente 
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formado y participa en la correcta orientación del sustrato en el centro activo 
(Gutteridge y Gatenby, 1995). El enzima carbamilado también puede 
acomodar otros cationes divalentes como Co2+ o Mn2+ reteniendo algo de 
actividad (Christeller y Laing, 1979; Robison et al., 1979), aunque otros como 
Ca2+ la suprimen totalmente (Barcena, 1983; Karkehabadi et al., 2003). La 
sustitución del Mg2+ por Fe2+, Mn2+ o Cu2+ afecta a la especificidad por el CO2 
en las Rubiscos de una gran variedad de especies (Jordan y Ogren, 1983; 
Andrews y Lorimer, 1987). 
El proceso de activación está facilitado por un enzima auxiliar 
presente en plantas superiores, algas y algunas cianobacterias conocido como 
Rubisco activasa (Portis, 1992). Este enzima funciona como una chaperona, 
cambiando la conformación de la Rubisco mediante la hidrólisis de ATP 
(fig.10) permitiendo así la eliminación de RuBP fuertemente unida al enzima 
no carbamilado y la rápida activación de la Rubisco a bajos niveles de CO2 in 
vivo (Jordan y Chollet, 1983; Salvucci, 1989; Portis, 1990; Portis, 1992). 
Además, la activasa también puede interaccionar con la Rubisco carbamilada 
para liberarla de diferentes inhibidores como XuBP, CA1P o 3-cetoarabinitol-






























Fig.10. Mecanismo de activación catalizado por la Rubisco activasa. La 
Rubisco activasa (azul) cambia la Rubisco (amarillo) de una forma inactiva a 
activa por la liberación (dependiente de ATP) de azúcares fuertemente unidos, 
como RuBP. Solo la forma activa de la Rubisco es capaz de catalizar la fijación de 
CO2. En el esquema, un centro activo de la Rubisco puede perder 
espontáneamente el CO2 (paso 2), y RuBP se une fuertemente (paso 3). Esta 
unión provoca un cambio conformacional que deja a la Rubisco bloqueada. La 
activasa interacciona físicamente con la Rubisco (paso 5) cambiando la 
conformación (paso 6) en la que RuBP se une menos fuertemente y se libera 
(paso 7). Ahora, la Rubisco puede activarse uniendo CO2 y Mg2+ (paso 1) o 
bloquearse uniendo de nuevo RuBP, probablemente después de la disociación de 
la activasa (paso 8). Para que tengan lugar estos cambios conformacionales se 
requiere la hidrólisis de ATP por la activasa (paso4). Adaptado de (Jensen, 2000). 
 
 
5.2. MECANISMO CATALÍTICO 
El mecanismo catalítico de la carboxilación de RuBP por la Rubisco 
activada tiene lugar en cinco pasos (fig.11) (Pierce et al., 1986; Cleland et al., 
1998). En el primer paso se une el sustrato RuBP al sitio activo del enzima y 
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se forma un intermediario 2,3-enodiol por desprotonación del C3. Entonces 
el C2 del enodiol sufre un ataque nucleofílico del CO2, dando lugar a un 
intermediario de 6 átomos de carbono (2-carboxi-3-cetoarabinitol). A 
continuación, se produce la hidratación en el C3 y, por último la 
desprotonación a nivel del C3-O, que inicia la ruptura del enlace C2-C3 
dando lugar a dos moléculas de 3-fosfoglicerato tras una re-protonación 
estereoespecífica. La reacción incorpora el carbono en forma de 3-
fosfoglicerato, el cual se convierte en azúcares a través del ciclo de Calvin 
(fig.1).  
La forma enodiol intermedia de RuBP también es susceptible de ser 
atacada por una molécula de O2 (fig.11) formando un derivado peroxicetona 
que sigue una vía similar a la de carboxilación, y se rompe en una molécula 
de 3-fosfoglicerato (3C) (que se incorpora al ciclo de Calvin) y una de 2-
fosfoglicolato (2C) (que entra en la ruta fotorespiratoria) (fig.1).  
El enzima no contiene sitios de unión para el CO2 u O2 (Bainbridge et 
al., 1995) ni hay evidencia de la unión de éstos en ausencia de RuBP (Mauser 
et al., 2001), por lo que la preferencia por una u otra vía parece venir 
condicionada por características estructurales particulares de cada Rubisco. 
Además de la oxigenación, también podrían ocurrir otras reacciones 
secundarias menos frecuentes (fig.11). La protonación errónea del 
intermediario enodiol formado en la primeros estadíos de la reacción produce 
XuBP, el epímero C3 del sustrato RuBP, o 3-cetoarabinitol-1,5-bisfosfato 
(Edmonson et al., 1990; Zhu y Jensen, 1991a). Ambos compuestos son 
formados por Rubiscos de plantas superiores aproximadamente cada 400 
recambios. Estos productos bloquean el centro activo y son una de las 
posibles causas de la pérdida progresiva de la actividad carboxilasa con el 
tiempo en ensayos in vitro (lo que se conoce como “fallover”) (Zhu y Jensen, 
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1991a; Zhu y Jensen, 1991b; McCurry y Tolbert, 1977). Por otra parte, la 
desfosforilación antes de la carboxilación conduce a la formación de un di-
ceto monofosfato (Jaworowski et al., 1984), mientras que la reacción de 
desfosforilación después de la rotura del enlace carbono-carbono produce la 

































































Enolización Enlace               Hidratación                   Hidrólisis
Fig.11. Mecanismo catalítico propuesto para la carboxilación y 
oxigenación de RuBP catalizado por la Rubisco. Después de la unión de 
RuBP a la forma activada de la Rubisco, el enzima induce la formación de un 
intermediario enodiol. Este puede reaccionar tanto con CO2 como con O2. 
También se muestran otros productos provenientes de reacciones 
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5.3. FACTOR DE ESPECIFICIDAD RELATIVA 
La relación de velocidades de carboxilación respecto a la de 
oxigenación a igual concentración de CO2 y O2 es una constante llamada 
factor de especificidad (Ω) ( Jordan y Ogren, 1981; Pierce, 1988). El valor de 
Ω depende de diversos factores como la temperatura, el ion divalente que se 
une al sitio carbamilado y la fuente del enzima. A mayor temperatura, menor 
valor de Ω (Jordan y Ogren, 1984). La sustitución de Mg2+ por otro ion 
divalente disminuye considerablemente el valor de Ω (Andrews y Lorimer, 
1987; Hartman y Harpel, 1994). El valor de Ω varía de unas especies a otras 
desde 15 para las Rubiscos Forma II (Whitney y Andrews, 1998), 80 para 
plantas superiores (Spreitzer, 1999) y hasta 300 para algunas Rubiscos Forma 
III de procariotas (Ezaki et al., 1999). Esta diversidad en Ω se puede explicar 
por pequeñas diferencias en las energías libres de los estados de transición 
para la adición del CO2 y O2 al 2,3-enodiol (Chen y Spreitzer, 1991; Lorimer 
et al., 1993). Se puede calcular que entre la especificidad de la Rubisco de R. 
rubrum (Ω=10,8) y la de espinaca (Ω=80), solo hay 1,2 kcal.mol-1 de 
diferencia en la estabilización diferencial de los dos estados de transición, 
energía comparable a la que contribuye un único puente de hidrógeno 
(Lorimer et al., 1993). 
Se han propuesto diversas explicaciones para entender el origen o 
significado fisiológico de la actividad de oxigenación. La explicación más 
plausible es que la oxigenación es una actividad inevitable, consecuencia del 
impacto del oxígeno en un mecanismo catalítico primitivo, evolutivamente 
desarrollado y establecido en condiciones anoxigénicas (Andrews y Lorimer, 
1978). La fijación de CO2 fotosintética apareció en la atmósfera primitiva hace 
3,2Ga en condiciones anoxigénicas (Kasting, 1993). Sólo 1,7 Ga después, 
cuando se realizó la transición a condiciones aerobias, el O2 se convirtió en 
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un sustrato frecuente atacando al intermediario enodiol y disminuyendo de 
forma notable la eficiencia de la vía de fijación de CO2. A partir de este 
momento la presión evolutiva comenzó a favorecer un incremento en la 
especificidad del enzima a favor de CO2 frente al O2, entre otros mecanismos 
protectores. 
En un principio se esperaba que los análisis de difracción de rayos X 
de los cristales de diferentes Rubiscos permitiera la comprensión de las 
diferencias de especificidad. Sin embargo, a pesar de la diferencia en la 
estructura primaria, la estructura tridimensional es prácticamente idéntica, 
sobre todo el centro activo, indicando que las diferencias estructurales que 
provocan la variación en la química catalítica no se hallan en el centro activo 
(Andersson y Taylor, 2003). 
Si se lograran establecer las bases estructurales de las variaciones en 
Ω, los resultados de estos estudios se podrían aplicar para aumentar el factor 
de especificidad de la Rubisco por medios biotecnológicos, lo que 
plausiblemente mejoraría la productividad de la planta. Para ello, se han 
estudiado mutantes naturales de la Rubisco y otros obtenidos mediante 
mutagénesis dirigida analizando el efecto de cambios sencillos en Ω y en las 
constates cinéticas (Vc, Vo, Ko) pero aún no se ha obtenido una Rubisco 
mejorada (Spreitzer y Salvucci, 2002; Parry et al., 2003). Es posible que se 
requieran varias sustituciones de residuos para mejorar los parámetros 
cinéticos (Spreitzer, 1999). Sin embargo, se ha logrado recuperar la capacidad 
fotosintética de un mutante termosensible (L290F) que tenía disminuido su Ω 
con la mutación de otro residuo (L290F-A222T) (Du y Spreitzer, 2000; Du et 
al., 2000) que restablece las interacciones entre la subunidad grande y 
pequeña (Karkehabadi et al., 2005b). 
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5.4. REGULACIÓN DE LA ACTIVIDAD 
La actividad de la Rubisco in vivo muestra una marcada dependencia 
de la presencia de luz. Por un lado, se ha demostrado que la iluminación de 
los cloroplastos produce el incremento de una unidad de pH y el aumento de 
la concentración de Mg2+ en el estroma, lo que contribuye a la activación de 
la Rubisco al favorecer la formación del complejo carbamato-Mg2+ (Lorimer y 
Miziorko, 1980). Por otro lado, la Rubisco activasa está sometida a regulación 
redox ligada a los ciclos de luz/oscuridad (Mott y Woodrow, 1993). Se ha 
descrito la interacción de la tiorredoxina con una de las isoformas de la 
Rubisco activasa (Zhang y Portis, 1999; Motohashi et al., 2001; Balmer et al., 
2003; Balmer et al., 2004a), presente en algunas especies (como Arabidopsis, 
espinaca, algodón) (Werneke et al., 1989; Salvucci et al., 2003) pero no en 
otras (como tabaco) (Salvucci et al., 1987). Esta interacción es la responsable 
de la regulación redox de la actividad de la Rubisco en condiciones limitantes 
de luz (Zhang et al., 2002). En oscuridad, la activasa está fuertemente 
inhibida por ADP y, por tanto, la Rubisco permanece inactiva por la unión de 
RuBP al enzima no carbamilado. En presencia de luz, la activasa se activa y 
permite la liberación de RuBP, favoreciendo la activación de la Rubisco.  
Además, la actividad in vivo también está regulada por el inhibidor 
natural carboxiarabinitol 1-fosfato (CA1P), análogo al intermediario de la 
reacción de carboxilación, que en oscuridad se une fuertemente al enzima 
carbamilado inhibiendo su actividad y en presencia de luz no puede actuar 
porque se degrada completamente al ser desfosforilado (Salvucci, 1989; 
Seemann et al., 1985; Heo y Holbrook, 1999). La Rubisco activasa desplaza el 
CA1P del centro activo (Portis, 1992). La concentración de CA1P varía entre 
diferentes especies, desde las que no lo sintetizan, pasando por aquellas que 
acumulan una concentración equivalente al 50% de sitios activos de la 
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Rubisco, hasta aquellas en las que la concentración de inhibidor sobrepasa a 
la de centros activos (Salvucci, 1989; Vu et al., 1984). Además, al CA1P se le 
ha asignado un papel regulador de la unión de metabolitos a la Rubisco en 
oscuridad (Salvucci, 1989) ya que en estas condiciones la concentración de 
RuBP es menor, y por tanto, la unión de CA1P evitaría la unión de diferentes 
azúcares al centro activo de la Rubisco. A su vez CA1P podría influir en la 
cantidad de la Rubisco disponible para la asimilación del CO2 fotosintético ya 
que el CA1P evita la degradación in vitro de la Rubisco por proteasas 
endógenas y exógenas (Khan et al., 1999) y la fragmentación por especies 
reactivas de oxígeno (Ishida et al., 1999). 
 
6. CATABOLISMO DE LA RUBISCO 
En plantas superiores, la Rubisco se acumula en los cloroplastos de 
forma prácticamente continua durante el crecimiento y expansión de los 
órganos fotosintéticos sin sufrir apenas recambio. Sin embargo, durante la 
senescencia o bajo diferentes estreses ambientales, la Rubisco sufre una 
degradación rápida y específica favoreciendo la movilización de nitrógeno 
hacia tejidos de reserva u órganos en crecimiento (Ferreira et al., 2000; 
Ferreira y Teixeira, 1992). Este comportamiento se ha observado en distintos 
organismos eucarióticos desde protistas fotosintéticos a plantas superiores. En 
el caso de organismos unicelulares, la degradación específica de la Rubisco 
permite prolongar el crecimiento (y la supervivencia) en condiciones de 
estrés (García-Ferris y Moreno, 1994). Este cambio abrupto en la velocidad 
catabólica podría ser debido a la síntesis de nuevas actividades proteolíticas 
y/o a la sensibilización de las proteínas a proteasa/s preexistentes a través de 
un marcaje selectivo. 
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6.1. REGULACIÓN REDOX EN EL CLOROPLASTO 
La regulación redox interviene en el control de múltiples procesos 
funcionales y en casi todos los estadíos del desarrollo de las plantas 
(Buchanan y Balmer, 2004). En el cloroplasto, donde se lleva a cabo el 
transporte fotosintético de electrones, la mayor parte de procesos se hallan 
controlados directa o indirectamente por el ambiente redox. La regulación 
está mediada por una serie de efectores tales como la tiorredoxina (proteína 
reguladora con ditioles altamente reactivos transmisores de señal redox) y 
ROS (especies reactivas de oxígeno). El intercambio ditiol/disulfuro mediado 
por la tiorredoxina es responsable de la regulación luz/oscuridad en el 
cloroplasto de plantas superiores y algas. La ferredoxina recibe los 
equivalentes de reducción de la cadena de transporte electrónico en presencia 
de luz y reduce las formas cloroplásticas de tiorredoxina (Trx f, m, x e y) por 
medio de la ferredoxina-tiorredoxina reductasa. Las tiorredoxinas, por su 
parte, convierten disulfuros a ditioles en sus respectivos enzimas diana 
modulando así su actividad. Además, la tiorredoxina también puede actuar de 
regulador en presencia de luz al inactivar transitoriamente la asimilación 
fotosintética de CO2 en respuesta a oxidantes recién formados, y promover su 
reactivación al retornar las condiciones reductoras (Balmer et al., 2003). Por 
otro lado, las ROS son un producto inevitable del funcionamiento de la 
cadena de transporte fotosintética en condiciones de estrés o senescencia. El 
O2 generado a través del fotosistema II puede funcionar como aceptor de 
electrones alternativo al NADP+ y generar las ROS (radical superóxido, 
peróxido de hidrógeno y radical hidroxilo). En condiciones de senescencia y 
estrés, las ROS aumentan superando la capacidad de los sistemas 
antioxidantes del cloroplasto como son la superóxido dismutasa (que 
transforma el radical superóxido en peróxido de hidrógeno) y el sistema 
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ascorbato peroxidasa/glutatión reductasa (que reduce el peróxido de 
hidrógeno a agua). Los radicales hidroxilos formados por la reacción de 
Fenton (Pfannschmidt, 2003) son especialmente reactivos y provocan daños 
oxidativos iniciando la peroxidación de lípidos de las membranas (Gutteridge 
y Halliwell, 1990) y la oxidación de proteínas (Stadtman, 1990). A pesar de su 
efecto nocivo, las ROS también juegan un papel señalizador en condiciones 
adversas. Es probable que la actividad de los enzimas regulados por 
intercambio tiol-disulfuro se afecte por la producción de ROS, bien 
directamente porque un oxidante puede inducir la formación de un enlace 
disulfuro regulador, o indirectamente, a través del cambio en la relación de 
tiorredoxina reducida y oxidada (u otros agentes reductores). 
Una de las principales vías de regulación redox es la mediada por la 
modificación de los grupos tioles (-SH) de cisteínas de las proteínas. Estos 
grupos pueden oxidarse de manera reversible formando un enlace disulfuro 
interno o disulfuros mixtos (S-tiolación). La formación de un enlace disulfuro 
interno en una proteína puede tener un papel puramente estructural 
aumentando la estabilidad de la proteína, pero además, puede ser 
reversiblemente oxidado y reducido, lo que podría resultar en un cambio 
catalítico o regulador (Hogg, 2003). La formación de disulfuros mixtos, al 
reaccionar con tioles de bajo peso molecular, podría por un lado prevenir la 
oxidación irreversible de grupos -SH y la degradación posterior de la proteína 
(Buchanan y Balmer, 2004) o acelerarla (Offermann et al., 1984) según el 
caso. Además, los grupos tioles (-SH) pueden modificarse por ROS para dar 
derivados reversibles de ácido sulfénico (-SOH) y ácido sulfínico (-SO2H) 
(Biteau et al, 2003) que podría fácilmente ser oxidados a formas (de 
oxidación) irreversibles como ácido sulfónico (-SO3H) (Giustarini et al., 
2004). 
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El estado redox en el interior del cloroplasto, dado por el balance de 
las actividades oxidantes y reductoras en un momento dado, se refleja en su 
estado funcional, modulando la expresión y actividad de diversas proteínas 
cloroplásticas a distintos niveles. En condiciones normales, la oscilación del 
balance de condiciones reductoras/oxidantes, mediado por los ciclos 
luz/oscuridad a través de la cadena de transporte electrónica, ejerce un 
control sobre la expresión de genes (Pfannschmidt et al., 1999); sobre la 
estabilidad de los RNA mensajeros cloroplásticos (Salvador y Klein, 1999);  
sobre la traducción mediada por la activación de factores de elongación (Kim 
y Mullet, 2003); sobre la regulación de procesos como algunos enzimas claves 
del ciclo de Calvin controlados por el sistema ferredoxina /tiorredoxina 
(Buchanan et al., 1994); e incluso sobre la regulación de la transcripción de 
genes nucleares (Pfannschmidt, 2003). 
En condiciones de senescencia y estrés se han descrito que se 
producen cambios en el estado redox del cloroplasto que pueden modular la 
actividad, síntesis y estabilidad de las proteínas. Por ejemplo, una luz muy 
intensa provoca un aumento en los niveles de ROS y de la relación de 
glutatión oxidado a reducido. En estas condiciones oxidantes, la traducción de 
rbcL se detiene (Irihimovitch y Shapira, 2000). Se ha propuesto que la 
oxidación de la subunidad grande de la Rubisco provocaría un cambio de 
conformación que haría accesible una región con capacidad de unión 
inespecífica a RNA (Yosef et al., 2004). De esta manera la Rubisco oxidada 
mediaría la detención de la traducción al unirse a su propio mensajero (Yosef 
et al., 2004). Además, la parada de la traducción está coordinada con el cese 
del ensamblaje de la Rubisco (Cohen et al., 2005). Parece ser que la oxidación 
de los grupos tioles en las cadenas nacientes de la subunidad grande 
dificultaría la asociación con las chaperonas (Cohen et al., 2005).  
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6.2. MODIFICACIONES DE LA RUBISCO QUE MARCAN SU 
DEGRADACIÓN ESPECÍFICA 
Muchos estudios indican que la susceptibilidad proteolítica de la 
Rubisco nativa in vitro depende del estado redox de sus cisteínas (Peñarrubia 
y Moreno, 1990; García-Ferris y Moreno, 1993; Kellog y Juliano, 1997; 
Moreno y Spreitzer, 1999; Marín-Navarro y Moreno, 2003). Así, cuando la 
Rubisco de diferentes especies (C. reinhardtii, Euglena gracilis, espinaca, 
morera y arroz) se somete a diferentes modificaciones de cisteínas (por 
disulfuros, agentes alquilantes o arsenito) e incluso a tratamientos oxidativos 
menos específicos, como el Cu2+, su susceptibilidad proteolítica aumenta. Esto 
sugiere que los sensores redox responsables del cambio conformacional y la 
susceptibilización proteolítica de la Rubisco inducidos por oxidación deben 
encontrarse entre las cisteínas conservadas en estas especies (Marín-Navarro, 
2004). Se han identificado dos regiones en la subunidad grande de la Rubisco 
susceptibles a la hidrólisis por proteasas de baja especificidad. Una está 
localizado en el extremo N-terminal desestructurado (hasta la Lys18) 
(Gutteridge et al., 1986). El corte proteolítico en esta zona no depende del 
estado redox de las cisteínas de la Rubisco. La otra región es un lazo 
conservado entre los residuos Ser61 y Thr68 cuya sensibilidad proteolítica 
muestra, por el contrario, una dependencia clara y gradual de la oxidación de 
las cisteínas de la Rubisco (Marín-Navarro y Moreno, 2003). 
La modificación de la Rubisco por ROS facilita su degradación por 
proteasas (Desimone et al., 1996; Desimone et al., 1998). Se sabe que algunos 
de los estreses que conducen a la pérdida de la Rubisco (radiación 
ultravioleta, ozono, limitaciones nutricionales, estrés osmótico o 
fotooxidativo) generan ROS en el cloroplasto (McRae y Thompson, 1983). 
Asimismo, la oxidación por ROS de los grupos tioles en las cadenas nacientes 
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de la subunidad grande de la Rubisco dificulta la asociación con las 
chaperonas lo que impide el ensamblaje de la Rubisco (Cohen et al., 2005). La 
modificación por ROS, además de contribuir a la degradación selectiva y cese 
del ensamblaje, también pueden provocar la rotura del enzima en sitios 
específicos (Ishida et al., 1997; Ishida et al., 1998; Ishida et al., 1999; Luo et 
al., 2002). Estos mecanismos de degradación mediados por radicales de 
oxígeno podrían tener lugar dentro del cloroplasto al agotarse las defensas 
contra las ROS. 
Además de la oxidación de cisteínas, también se han observado otras 
modificaciones oxidativas de la Rubisco. Por ejemplo, en Lemna minor, 
distintos estreses que causan daños en la membrana inducen la formación de 
un dímero (p65) generado por el entrecruzamiento entre una subunidad 
grande y una subunidad pequeña a través de un enlace covalente no 
disulfuro. La formación de p65 y posterior polimerización está mediada por 
un sistema conocido como la Rubisco oxidasa (Ferreira y Teixeira, 1992; 
Franco et al., 1992). Esta Rubisco oxidada y polimerizada es más sensible a 
proteasas endógenas y exógenas (Albuquerque et al., 2001). Al irradiar con 
luz ultravioleta también se ha observado la formación de p65 seguida de una 
polimerización en agregados de alto peso molecular, tanto in vivo (Wilson et 
al., 1995) como in vitro (Ferreira et al., 1996). En este caso se ha implicado la 
fotolisis de un residuo de Trp (Gerhardt et al., 1999) como la responsable de 
la unión covalente no disulfuro de la subunidad grande y pequeña.  
Por otro lado, el tratamiento con ozono provoca la inactivación 
oxidativa de la Rubisco in vitro y promueve su degradación in vivo, lo que va 
acompañado en ambos casos de la formación de derivados carbonilo a partir 
de cadenas laterales de residuos de la subunidad grande y pequeña (Eckardt y 
Pell, 1995; Junqua et al., 2000). También se ha descrito que la subunidad 
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grande de la Rubisco y ambas formas de la Rubisco activasa sufren 
carbonilación específica a lo largo del ciclo de vida y durante la germinación 
de semillas de Arabidopsis thaliana (Johansson et al., 2004; Job et al., 2005). 
La carbonilación de las proteínas se puede llevar a cabo por el ataque 
oxidativo directo en Lys, Arg, Pro y Thr o por reacciones secundarias de 
carbohidratos y lípidos reactivos en Cys, His y Lys (Johansson et al., 2004). 
Además también se ha relacionado la carbonilación con la agregación 
covalente de la Rubisco (Landry y Pell, 1993; Eckardt y Pell, 1995). El 
mecanismo de entrecruzamiento en este caso podría ser por formación de una 
base de Schiff entre el derivado carbonilo y el grupo ε-amino de una Lys de 
otra cadena polipeptídica (Stadtman, 1990). 
La glicación (formación de un aducto covalente con grupos amino) 
de residuos de la Rubisco por ácido ascórbico también se ha propuesto como 
un mecanismo candidato para la regulación de la actividad y recambio de la 
Rubisco (Yamauchi et al., 2002). Asimismo, se ha visto que el ascorbato es 
capaz de provocar la polimerización de la Rubisco in vitro mediante la 
formación de aductos entre Lys y Arg de diferentes cadenas polipeptídicas 
(Yamauchi et al., 2002). 
Por último, diversas estrategias proteómicas han descrito la 
interacción in vitro de tiorredoxina con la subunidad pequeña (Motohashi et 
al., 2001; Broin et al., 2002; Balmer et al., 2003; Balmer et al., 2004a; Balmer 
et al., 2004b; Lemaire et al., 2004; Rey et al., 2005) y grande (Broin et al., 
2002; Lindahl y Florencio, 2003; Balmer et al., 2004a; Lemaire et al., 2004) de 
la Rubisco de varias especies. Se ha propuesto que la inactivación por frío de 
la Rubisco purificada (Tenaud y Jacquot, 1987) pueda ser debida a la 
oxidación de la subunidad pequeña del enzima, que podría reactivarse por 
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acción de la tiorredoxina, como ocurre con DTT (Balmer et al., 2003), aunque 
no se ha confirmado dicha interacción in vivo (Rey et al., 2005). 
In vivo, se ha confirmado la presencia de formas oxidadas de la 
Rubisco en diversos organismos, desde protistas y algas unicelulares a plantas 
superiores, y en diferentes condiciones de estrés, bajo choque osmótico 
(Ferreira y Davies, 1989), estrés oxidativo (Mehta et al., 1992; Landry y Pell, 
1993), privación de nitrógeno (García-Ferris y Moreno, 1994), estrés salino 
(Marín-Navarro, 2004) y estrés fotooxidativo (Cohen et al., 2005). Por otro 
lado, también se ha detectado in vivo el entrecruzamiento intercatenario de 
la Rubisco a través de enlaces disulfuro u otros enlaces covalentes en 
respuesta a diferentes tipos de estrés como privación de nitrógeno (García-
Ferris y Moreno, 1994), tratamiento con Cu2+ (Mehta et al., 1992), estrés 
salino (Marín-Navarro, 2004) y estrés fotooxidativo (Knopf y Shapira, 2005). 
Se ha propuesto que la degradación de la subunidad grande de la Rubisco, 
provoca que las subunidades pequeñas recién sintetizadas se degraden 
rápidamente (Cohen et al., 2005), y esto a su vez provoca la agregación de la 
Rubisco, momento a partir del cual la viabilidad de las células de C. 
reinhardtii expuestas a estrés oxidativo se ve afectada (Knopf y Shapira, 
2005). Además, se ha descrito que determinadas situaciones de senescencia 
inducida por estrés promueven la asociación de una fracción de la Rubisco 
con las membranas del cloroplasto (Mehta et al., 1992; García-Ferris y 
Moreno, 1994; Hilbrand et al., 1994; Desimone et al., 1996; Marín-Navarro, 
2004).  
Estos resultados han permitido describir una secuencia de eventos 
para la degradación de la Rubisco (fig.12): después de que la Rubisco se oxide 
dando lugar a una forma catalíticamente inactiva, se polimeriza formando 
agregados de alto peso molecular (Ferreira y Shaw, 1989) y se asocia con la 
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membrana del cloroplasto (Mehta et al., 1992). Todo esto parece llevar al 
enzima, de forma regulada, a la degradación final (Ferreira et al., 2000). Cada 
paso supone un avance en el marcado de la Rubisco para la degradación, 
























Fig.12. Modelo para la degradación selectiva de la Rubisco. En condiciones 
adversas la Rubisco nativa se oxida, se polimeriza en agregados de alto peso 
molecular y se asocia con las membranas cloroplásticas. En cualquiera de estos 
estados la Rubisco es susceptible a ser degradada por proteasas cloroplásticas o 
vacuolares. 
 
6.3. PROTEOLISIS DE LA RUBISCO 
Se ha propuesto que la degradación proteolítica de la Rubisco se 
puede llevar a cabo en la vacuola y/o en el cloroplasto (fig.12). Por un lado, 
hay datos que apuntan que la Rubisco pueda ser degradada por enzimas 
cloroplásticos, como la proteasa EP1 del estroma (Bushnell et al, 1993), una 
endoproteinasa ácida asociada a la membrana tilacoidal (Casano et al, 1990), 
y/o una serinproteasa cloroplástica Lon (Desimone et  al, 1996; Adam et al, 
2001; Adam y Clarke, 2002), aunque no se ha demostrado directamente su 
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participación in vivo. Varios trabajos proponen que los primeros pasos de 
degradación de la Rubisco en hojas senescentes tiene lugar dentro de 
cloroplastos intactos ya que la desaparición de proteínas es mucho más rápida 
que la disminución del número de estos orgánulos (Mae et al., 1984; Wardley 
et al., 1984; Mitsuhashi et al., 1992; Ono et al., 1995). Por otra parte, de 
manera indirecta se ha demostrado la existencia de proteasas vacuolares (EP1 
y EP2) que son capaces de degradar la Rubisco in v tro (Miller y Huffaker, 
1982; Thayer y Huffaker, 1984). Se proponen dos modelos de degradación 
vacuolar. Por un lado se postula un modelo selectivo, en el que solo ciertas 
proteínas son enviadas a los lisosomas por vesículas sin necesidad de que se 
rompa irreversiblemente la integridad del cloroplasto. Experimentalmente se 
ha descrito la formación de cuerpos específicos derivados de la envoltura del 
cloroplasto, que contienen Rubisco, y que son excluidos en las fases iniciales 
de la senescencia natural e internalizados en la vacuola (Chiba et al., 2003). 
Alternativamente, se sugiere un modelo no selectivo, en el que las vacuolas 
envuelven a los cloroplastos degradando todas las proteínas por igual. De 
hecho, se ha observado por microscopía electrónica que en protoplastos de 
hojas senescentes los cloroplastos se mueven hacia e incluso son fagocitados 
por la vacuola (Wittenbach et al., 1982). 
i
Estos mecanismos (cloroplástico  y vacuolar)  no son excluyentes y se 
ha propuesto que en diferentes estadíos o bajo ciertas condiciones fisiológicas 
predominará uno u otro (Ferreira et al., 2000). La degradación selectiva de la 
Rubisco podría ocurrir dentro del cloroplasto por la acción de proteasas 
cloroplásticas, sirviendo así como fuente de aminoácidos para las necesidades 
metabólicas de la célula o del organismo. En condiciones fisiológicas adversas 
prolongadas cuando el daño ya sea irreversible, la maquinaria proteolítica 
vacuolar actuaría degradando de manera no selectiva la Rubisco, en un 
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proceso que conduciría a la muerte celular. En este caso el total de las 
proteínas de la célula proporcionaría la fuente de aminoácidos para el resto 
del organismo (Ferreira et al., 2000).  
La formación de intermediarios del proceso de degradación se ha 
seguido in vivo (Desimone et al., 1996; Ishida et al., 1997; Ishida et al., 1998; 
Kokubun et al., 2002; Hajheidari et al., 2005; Zhao et al., 2005). En general, se 
observa que el patrón de degradación muestra una gran variabilidad 
dependiendo de las condiciones empleadas y del organismo estudiado, por lo 
que parece ser que no haya un único mecanismo de degradación de la 
Rubisco sino que cooperan varias vías catabólicas. 
6.4 PAPEL DE LAS CISTEÍNAS EN LA ACTIVIDAD Y 
CATABOLISMO DE LA RUBISCO 
La actividad enzimática de la Rubisco puede ser modulada in vitro 
por efectores redox que actúan sobre los grupos sulfhídrilo de residuos de 
cisteína (Tenaud y Jacquot, 1987) sugiriendo que el enzima podría estar sujeto 
a regulación redox in vivo. Así, tanto la actividad enzimática como la 
susceptibilidad proteolítica de la Rubisco parecen estar regulados por un 
mecanismo redox implicando residuos críticos de cisteína de la proteína 
(Peñarrubia y Moreno, 1990; García-Ferris y Moreno, 1993; Moreno et al., 
1995). Por tanto, algunos residuos de cisteína de la Rubisco podrían actuar in 
vivo como sensores del potencial redox en el estroma del cloroplasto. Se ha 
demostrado que los residuos críticos para la inactivación del enzima son 
distintos de los implicados en su susceptibilización proteolítica. De esta 
manera, las modificaciones oxidativas producirían en primer lugar la 
inactivación del enzima y posteriormente desencadenarían su degradación 
proteolítica. Las cisteínas críticas no han sido identificadas, pero la diversidad 
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de especies en las que se ha observado este proceso indica que probablemente 
este mecanismo de regulación redox sea universal entre los eucariotas 
fotosintéticos y, por consiguiente, apunta a los residuos de cisteína 
filogenéticamente conservados como los candidatos más probables (fig.13). 
El residuo Cys247 cuya oxidación se ha detectado in vivo en 
respuesta a tratamientos con Cu2+ (Mehta et al., 1992) o privación de 
nitrógeno (García-Ferris y Moreno, 1994), no parece tener efecto sobre la 
actividad (Ranty et al., 1991; Marcus et al., 2003), la degradación (Marcus et 
al., 2003) o la movilización de la Rubisco a la fracción membranosa (Mehta et 
al., 1992), pero es responsable de la dimerización covalente de dos 
subunidades grandes (Ranty et al., 1991). Se ha demostrado la relación entre 
modificación de cisteína y recambio in vivo en el estudio de la Rubisco de 
mutantes de C. reinhardtii donde cisteínas conservadas de la subunidad 
grande se reemplazaron por serina C172S, C449S, C459S, C449S/C459S 
(Moreno y Spreitzer, 1999; Marín-Navarro, 2004). Las cisteínas 449 y 459 son 
necesarias para inactivar completamente el enzima a potenciales redox 
elevados y favorecen la exposición del lazo Ser61-Thr68 a la acción de 
proteasas exógenas in vitro en condiciones oxidantes (Marín-Navarro, 2004). 
Las cisteínas 449 y 459 tienen un papel redundante, y su relevancia funcional 
solo se pone de manifiesto in vivo al sustituir ambos residuos. El doble 
mutante C449S/C459S responde al estrés salino intensificando los procesos de 
agregación y movilización a la fracción membranosa relacionados con el 
catabolismo del enzima (Marín-Navarro, 2004). Por otro lado, el enzima 
C172S es activo, aunque estructuralmente menos estable mostrando una 
termosensibilidad moderada (Moreno y Spreitzer, 1999). La sustitución de la 
Cys172 modifica el potencial redox crítico que controla la susceptibilidad 
proteolítica in vit o y aumenta la resistencia a la degradación inducida por r
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estrés in vivo (Moreno y Spreitzer, 1999). El mismo resultado se obtuvo al 
sustituir este residuo en la Rubisco de la cianobacteria Synechocystis sp 
PCC6803, mientras que la sustitución del residuo vecino Cys192 no retrasó la 
degradación (Marcus et al., 2003). 
Todo esto reafirma la idea de que diversos residuos de cisteína 
contribuyen a través de distintas vías a los procesos de inactivación y 
proteolisis inducidos por un aumento en las condiciones oxidantes. El estudio 
del papel de las cisteínas conservadas puede ayudar a entender los 
mecanismos que regulan la inactivación y proteolisis de la Rubisco, procesos 
que están directamente implicados en el funcionamiento general de la célula 












C.reinhardtii SS1  MMVWTPVNNKMFETFSYLPPLTDEQIAAQVDYIVANGWIPCLEFAEADKA   50 
C reinhardtii SS2  ---------------------s------------------------s---   50 
E glena gracilis   -k--n-----fw---------s-ae--k---m-i-k--------slreis   50 
Synechoc tis      ..mk-lpkerry--l--------q---k--eflldq-f--gv--e-dpqp   48 
Nicotian abacum  -q--p-i-k-ky--l----d-sq--llse-e-llk---v-----etehgf   50 
Spinacea oleracea  -q--p-lgl-k---l-------t--ll-e-n-llvk----p---evk-gf   50 
C.reinhardtii SS1  YVSNESAIRFGSVSCL.......YYDNRYWTMWKLPMFGCRDPMQVLREI   93 
C.reinhardtii SS2  ----------------.......---------------------------   93 
Euglena gracilis   eraypccyiandntyrfsgtaag-----------------t-as---k-l  100 
Synechocystis      ethf.........................-------f--gatane--a-v   73 
Nicotiana tabacum  vyrennkspg.............---g-------------t-at---a-v   87 
Spinacea oleracea  vyrehdkspg.............---g------------gt--a--vn-v   87 
C.reinhardtii SS1  VACTKAFPDAYVRLVAFDNQKQVQIMGFLVQRPKTARDFQPANKRSV     140 
C.reinhardtii SS2  ----------------------------------s---w--------     140 
Euglena gracilis   splef-a-enf---a---sv----vts-v----sgssw.........     138 
Synechocystis      re-rsen-nc-i-vig---i--c-tvs-i-hk-nqnqgry.......     113 
Nicotiana tabacum  eeak--y-q-wi-iig---vr---cis-iayk-egy...........     123 




Fig.13. Alineamiento de las secuencias de las subunidades pequeñas (A) y las 
subunidades grandes (B) de C.reinhardtii, Euglena gracilis, Synechocystis 
PCC6803, Nicotiana tabacum, y Spinacea oleracea. Las secuencias se obtuvieron de 
la base de datos del NCBI y se alinearon con el programa DNAman. Los guiones indican la 
conservación del residuo correspondiente. Los puntos indican huecos en el alineamiento. 
Los números de la derecha indican la numeración de las secuencias. Se indican en rojo las 
cisteínas que están muy conservadas y en azul las cisteínas parcialmente o no conservadas. 
 73 
Introducción                                                                                              .                       









   




























Euglena gracilis  -s------t--------------------q-se----------------a    50 
Synechocystis     .....mvq-k-------q-----------tpk---l--c----------a    45
Nicotiana tabacum .....................------e-qtk---------v--------    29
Spinacea oleracea -s-------sve--------k------e-etl---------vs-------    50 
 
C.reinhardtii     EECGAAVAAESSTGTWTTVWTDGLTSLDRYKGR PVPGEDNQYIAY   100
Euglena gracilis  -------------------------q----------l------s------   100 
Synechocystis     --aa------------------n--d----------l-a--n-----f-f    95
Nicotiana tabacum --a--------------------------------r--r-v--kd-----    79
Spinacea oleracea --a----------------------n---------h----a--e----c-   100
 
C.reinhardtii      VAYXIDLFEEGSVTNMFTSIVGNVFGFKALRALRLEDLRIPPAYVKTFVG  150
Euglena gracilis   ---p-----------ll---------------------------s---w-  150
SynechocystisS     i--pl----------vl--l-----------------i-f-v-li---q-  145 
Nicotiana tabacum  ---pl-------------------------------------------q-  129
Spinacea oleracea  ---pl------------------------------------v------q-  150
 
C.reinhardtii      XPHGIQVERDKLNKYGRGLLG KPKLGLSAKNYGRAVYE RGGLDFT  200
Euglena gracilis   p---------r------p--------------------------------  200
Synechocystis      p----t-----------p--------------------------------  195 
Nicotiana tabacum  p----------------p--------------------------------  179
Spinacea oleracea  p----------------p--------------------------------  200
 
C.reinhardtii      XDDENVNSQPFMRWRDRFLFVAEAIYKAQAETGEVKGHYLNATAGT M  250
Euglena gracilis   k--------s----------c--------t--------------------  250
Synechocystis      k----i---------------q---e------n-m------v--------  245 
Nicotiana tabacum  k-------------------c---l---e-----i---------------  229
Spinacea oleracea  --------------------c---l---------i-------------d-  250
 
C.reinhardtii      MKRAVCAKELGVPIIMHDYLTGGFTANTSLAIY NGLLLHIHRAMHAV  300
Euglena gracilis   y---sf-aqi---------------------m------------------  300
Synechocystis      ----ef---i-t------ff--------t--rw-----i-----------  295 
Nicotiana tabacum  i----f-r------v----------------h------------------  279
Spinacea oleracea  -----f-r------v-------------t-sh------------------  300
 
C.reinhardtii      IDRQRNHGIHFRVLAKALRMSGGDHLHSGTVVGKLEGEREVTLGFVDLMR  350 
Euglena gracilis   ----------------t---------------------------------  350
Synechocystis      v---k-----------c--l-------------------gi-m-------  345
Nicotiana tabacum  ----k--------------------i-------------di-------l-  329 
Spinacea oleracea  ----k---m----------l-----i-------------di-------l-  350
 
C.reinhardtii      DDYVEKDRSRGIYFTQDWCSMPGVMPVASGGIHVWHMPALVEIFGDDACL  400 
Euglena gracilis   -a----------------cg-g-t----------------t---------  400
Synechocystis      e----e------f----ya----t-----------------------s--  395
Nicotiana tabacum  --f--q------------v-l---l---------------t------sv-  379 
Spinacea oleracea  ---t------------s-v-t---l---------------t------sv-  400
 
C.reinhardtii      QFGGGTLGHPWGNAPGAAANRVALEA ARNEGRDLAREGGDVIRSACK  450 
Euglena gracilis   -----------------------s---v---------s--------e---  450
Synechocystis      -----------------t---------v-------n-----n----e--r  445
Nicotiana tabacum  -----------------v---------vk---------q--nei--e---  429 
Sp nacea oleracea  -----------------v---------v-------------nti--e-t-  450 
 
C. einhardtii      WSPELAAA WKEIKFEFDTIDKL  475 
E glena gracilis   -------------------e-----  475 
S nechocystis      ----------l--------eam-t-  470 
Nicotiana tabacum  ---------------v-........  446 













































                                                                                                                    Objetivos 
El objetivo general del presente trabajo es evaluar la implicación de 
los residuos conservados Cys172 y Cys192 en la modulación redox de la 
Rubisco, e investigar las consecuencias de la eliminación de los grupos 
tiolicos de estas cisteínas sobre la estructura tridimensional del enzima. En 
particular, son objetivos concretos: 
 I. OBTENCIÓN Y CARACTERIZACIÓN DE LAS RUBISCOS MUTANTES 
C172S, C192S Y C172S/C192S 
Las funciones de los residuos Cys172 y Cys192 se investigaran 
estudiando el fenotipo de mutantes en los que dichos residuos se han 
sustituido por serina mediante mutagénesis dirigida del gen rbcL. Estos 
mutantes se obtendrán en C. reinhardtii dada las facilidades únicas que 
presenta dicho organismo para la transformación estable del genoma 
cloroplástico. 
Una vez obtenidas las cepas mutantes se abordarán la caracterización 
de las Rubiscos mutadas mediante la purificación de los enzimas y el estudio 
de su actividad catalítica, de las posibles alteraciones estructurales y de la 
regulación redox, tanto de la actividad enzimática como de la sensibilidad 
proteolítica. 
 
II. DETERMINACIÓN DE LA ESTRUCTURA DE LAS RUBISCOS C172S Y 
C192S POR DIFRACCIÓN DE  RAYOS X  
Para obtener una información más detallada de la estructura de las 
Rubisco mutantes y correlacionarla con las propiedades estudiadas en el 
apartado anterior, se abordará la cristalización de las Rubiscos mutantes 
purificadas y la determinación de la estructura tridimensional de los enzimas 
por difracción de rayos X en colaboración con el grupo de la Dra. I.Andersson 
(Universidad Agrícola Sueca en Uppsala). 
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III. ESTUDIO DE LA RESPUESTA DE LOS MUTANTES A DIFERENTES 
TIPOS DE ESTRÉS 
 Se abordará el estudio de la implicación in vivo del par Cys172 y 
Cys192 en la respuesta a un estrés general salino y un estrés oxidativo 
inducido por diamida. Se analizará la desaparición de la Rubisco y de la 
actividad carboxilasa in vivo, con el objetivo de estudiar la relación entre las 
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OBTENC ÓN Y CARACTER ZAC ÓN DE LAS 
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1.1. MUTAGÉNESIS DIRIGIDA DE GEN rbcL 
La sustitución del codón TGT de la Cys192 o por un codón AGC de 
serina en la secuencia del gen rbcL de la subunidad grande de la Rubisco 
incluído en un plásmido (prbcLP) se llevó a cabo usando el kit comercial de 
mutagénesis dirigida (QuickChange Site-Directed Mutagenesis de 
Stratagene). Tras la transformación de E.coli con el producto final de la 
reacción de la mutagénesis, se aisló el DNA de 16 transformantes potenciales, 
y la presencia o ausencia de la mutación se comprobó mediante análisis de 
restricción con Hind III (fig.1A). Todas las colonias transformantes analizadas 
produjeron el mismo patrón de restricción característico de la mutación 
introducida. 
La obtención del plásmido doble mutante (pC172S/C192S) se realizó 
a partir del plásmido C192S sustituyendo el codón TGT de la Cys172 por un 
codón TCT de serina. La sustitución eliminaba un sitio de restricción Rsa I. 
Tras la mutagénesis, se realizó la restricción Rsa I (característica de la 
sustitución C172S) y Hind III (característica de la mutación C192S) de los 
plásmidos obtenidos de los transformantes (fig.1B y 1C). Ambas restricciones 
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Fig.1.Análisis de restricción de los plásmidos purificados de las colonias 
de E. coli transformada con pC192S (A) y pC172S/C192S (pDM79) (B y C). La 
restricción con Hind III de la mutación C192S (A y B) genera la banda característica de 
0,7kb, mientras que la restricción con Rsa I de la mutación C172S (C) da una banda de 
435pb. Se indica el tamaño de las bandas de restricción y algunas del marcador molecular 






1.2. TRANSFORMACIÓN DEL CLOROPLASTO DE C.reinhardtii 
 
Se procedió a la transformación del cloroplasto de un mutante no 
fotosintético de C. reinhardtii (18-7G) mediante bombardeo de partículas de 
tungsteno portadoras de la construcción mutada pC192S o pC172S/C192S. La 
selección de los transformantes se realizó por recuperación de la capacidad 
fotosintética mediante el aislamiento de colonias capaces de crecer en medio 
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mínimo con luz. Tras varios intentos de bombardeo se recuperaron 11 
colonias, de las cuales tres no portaban la mutación, y por tanto eran 
revertientes, y 8 colonias poseían la mutación C192S. Las cepas mutantes se 
crecieron en medio mínimo en luz hasta que se consiguió la 
homoplasmicidad (comprobada a través del análisis de restricción con Hind 
III después de la amplificación del gen rbcL) demostrando así que la Rubisco 
C192S era catalíticamente activa. Tras la restricción del gen rbcL silvestre 
amplificado (950pb) cabe esperar bandas de 863 y 87 pb, mientras que para la 
cepa transformada que hubiera incorporado la mutación C192S se obtendrían 
bandas de 670, 193 y 87 pb. En el caso que la cepa transformada fuera 
heteroplásmica coexistiría la banda de 863 pb con la banda de 670 pb 
característica de C192S (fig.2A). 
De las 8 colonias heteroplásmicas obtenidas en el primer rastreo, se 
seleccionaron 3 para analizar la segunda generación, de las cuales se 
seleccionaron 2 para analizar generaciones posteriores. Para la obtención de 
la cepa mutante C192S homoplásmica se analizaron hasta 10 generaciones de 
estas colonias. La coexistencia de las dos bandas (863pb y 670pb) en las 
primeras generaciones indicaba que las células eran heteroplásmicas (fig.2A), 
por ello se continuó forzando la selección en medio mínimo con luz para 
alcanzar la homoplasmicidad. De hecho, se observó con el paso de las 
generaciones como las células iban adquiriendo una mayor proporción de 
copias mutadas (medida como la cantidad de banda de 670pb respecto a la 
banda de 863pb), hasta que se consiguió la cepa homoplásmica (banda 863pb 
ausente) (fig.2C). Se seleccionó una de las colonias homoplásmicas como cepa 
mutante C192S estándard. La identidad y exclusividad de la mutación se 
confirmó mediante la secuenciación del gen rbcL completo de esta cepa. La 
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cepa mutante en rbcL creada por mutagénesis dirigida y transformación se 
nombró C192S.  
También se tomó una de las cepas revertiente, y se secuenció su gen 
rbcL confirmándose que era idéntico al gen rbcL tipo silvestre. Las células 
revertientes y el enzima purificado de ellas se utilizaron como control del 
tipo silvestre en los estudios del comportamiento de los mutantes. 
Para la obtención de la cepa mutante C172S/C192S se llevó a cabo la 
misma estrategia que para la cepa C192S. Tras la transformación de la cepa 
18-7G se obtuvieron transformantes heteroplásmicos, que tras 5 rondas de 
selección alcanzaron la homoplasmicidad. En este caso la presencia de la 
mutación se detectó mediante el análisis del patrón de restricción 
característico de los enzimas Hind III y Rsa I. La digestión del gen rbcL 
amplificado de la cepa C172S/C192S (fragmento de 950pb) con Hind III 
producía fragmentos idénticos al mutante C192S (fig.2D). A su vez, la 
restricción con Rsa I del gen silvestre daría fragmentos de 225, 220, 219, 
205… pb, mientras que la presencia de la mutación C172S causaría la 
aparición de una banda de 439pb (fig.2E). La presencia de los fragmentos 
esperados, tanto para la secuencia silvestre como para la mutada, después de 
la restricción del DNA de las cepas transformantes sería indicativa de 
heteroplasmicidad. Tras alcanzar la homoplasmicidad, la presencia de las 
mutaciones introducidas se comprobó de nuevo mediante la secuenciación 




































































































































































































































Fig.2 Análisis de colonias transformantes de C. reinhardtii tras 
bombardeo con el plásmido pC192S y pC172S/C192S. (A) Producto de 
PCR al amplificar el gen rbcL de los transformantes C192S y C172S/C192S 
(DM79) con cebadores separados 0,95kb. Se muestra la restricción con Hind III 
(B-D) y Rsa I del amplificado de rbcL. Para la transformación de pC192S el 
resultado de la digestión de los amplificados de PCR procedentes de colonias 
heteroplásticas de tercera (C3) y sexta (C6) generación, así como de la cepa 
homoplásmica (C192S). Se indican el tamaño de algunas bandas. Los marcadores 
de tamaño fueron: M1kb, 1kb marker de Pharmacia Biotech, Φ. 
(ΦX174DNA/HaeIII) y escalera de pb (100pb ladder) de Promega. 
 
 
La recuperación de cepas capaces de crecer en medio mínimo en 
presencia de luz indicó que ambas cepas mutantes eran catalíticamente 
activas, y por tanto no parece que estos residuos conservados sean esenciales 
para la actividad ni la estabilidad estructural del enzima a temperatura 
ambiente. La presencia de gran número de revertientes a lo largo de todo el 
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proceso de selección fue probablemente debida a la generación de copias de 
rbcL silvestre por recombinación homóloga entre las posiciones mutadas del 
gen rbcL introducido (C192S o C172S/C192S) y el receptor durante la fase de 
heteroplasmicidad. Aunque se sometieron las células a un tratamiento previo 
con fluordesoxiuridina para reducir el número de copias del genoma 
cloroplástico y facilitar la homoplasmicidad, los revertientes siguieron 
apareciendo con una notable frecuencia. Esto parece sugerir una cierta 
desventaja de las Rubiscos (C192S o C172S/C192S) frente a las copias 
silvestres. 
 
1.3. CARACTERIZACIÓN PREVIA DE LAS CEPAS MUTANTES C192S Y 
C172S/C192S 
Las colonias de la cepa C192S fueron visualmente indistinguibles de 
las de la cepa revertiente cuando se hizo crecer en medio sólido suplementado 
con acetato o en medio mínimo. Asimismo, en medio líquido la cepa C192S 
presentó una velocidad de crecimiento y una densidad celular en fase 
estacionaria similar a la cepa revertiente. El contenido de Rubisco por célula y 
el rendimiento de la purificación del enzima fueron similares también a los de 
la cepa revertiente. 
Las células del doble mutante C172S/C192S crecieron típicamente en 
forma de agregados grandes, tanto en medio líquido suplementado con 
acetato como en medio mínimo, y presentaron un leve retraso en el 
crecimiento respecto el cultivo revertiente silvestre. La cantidad de Rubisco 
por célula en cultivos en fase estacionaria fue del 60-70% del contenido de la 
cepa revertiente. Sin embargo, el rendimiento de la purificación del enzima a 
partir de la cepa doble mutante fue unas 10 veces inferior a la del revertiente. 
Este hecho apunta a una cierta inestabilidad estructural de la Rubisco 
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doblemente mutada, que causaría un nivel estacionario de proteína más bajo 
in vivo, y una mayor pérdida del enzima a lo largo del proceso de 
purificación. 
 
2. CARACTERIZACIÓN N V TRO DE LAS RUBISCOS MUTANTES C172S, I I
C192S Y C172S/C192S 
 
Con el objeto de estudiar el papel de las cisteínas críticas mutadas 
(Cys 172 y Cys192), en la actividad, estabilidad estructural y modulación 
redox de la actividad y proteolisis, se purificó la Rubisco de las cepas 
mutantes (C172S, C192S, C172S/C192S) de C. reinhardtii, y se sometió a 
distintos ensayos comparando su comportamiento con el de la Rubisco 
purificada de la cepa revertiente silvestre. 
 
2.1. ACTIVIDAD ESPECÍFICA DE LAS RUBISCOS 
Se midió la actividad específica carboxilasa de las Rubiscos 
purificadas de las cepas revertiente, C172S, C192S y C172S/C192S (tabla I). La 
actividad específica de la Rubisco revertiente silvestre fue aproximadamente 
de 2µmol/(min.mg enzima), valor similar a los descritos por otros autores 
(Moreno y Spreitzer, 1999; Marín-Navarro y Moreno, 2003) para la Rubisco 
silvestre. La actividad del C172S fue alrededor de un 35% inferior a la del 
enzima silvestre. En presencia del agente reductor cisteamina, la actividad del 
enzima C172S, al igual que la del enzima silvestre, sufrió un ligero aumento 




















 Actividad específica 
 Sin tratar CSH 
wt 1,97 ± 0,08 2,05 ± 0 13 
C172S 1,29 ± 0,06 1,35 ± 0,05 
 
C192S 1,27 ± 0,07 1,62 ± 0,10 
 0,83 ± 0,05 1,63 ± 0,07 
 1,14 ± 0,04 1,67 ± 0,04 
 
C172S/C192S 0,70 ± 0,04 0,87 ± 0,04 
 
Tabla I. Actividad específica carboxilasa de la Rubisco purificada 
del revertiente silvestre (wt) y de los mutantes C172S, C192S, 
C172S/C192S. Para la cepa C192S se dan valores de tres preparaciones 
distintas. La Rubisco purificada (0,13mg/ml) se incubó en presencia 
(CSH) o ausencia (sin tratar) de cisteamina 40mM durante 2h antes de la 
determinación de la actividad. Se muestra la media ± la desviación típica 




La actividad específica del enzima C192S reducido por cisteamina  
fue solo un 20% inferior a la del silvestre (también reducido). Sin embargo, 
cuando se midió la actividad específica en diferentes muestras de Rubisco 
C192S no reducidas, se observó una gran variabilidad en los valores de 
actividad, detectándose valores en torno a un 40-60% de la actividad del 
enzima silvestre (también sin tratar) en diferentes preparados del enzima 
purificado. Cuando estos preparados de C192S se trataron con un agente 
reductor (CSH), los valores de actividad de diferentes experimentos se 
igualaron (tabla I). La gran variabilidad detectada en condiciones no 
reductoras se podría explicar en base a diferentes grados de inactivación 
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espontánea y reversible del enzima por oxidación que, en principio, podría 
haber tenido lugar in vivo y/o a lo largo del proceso de purificación. 
Por otro lado, la actividad específica del enzima doble mutante 
C172S/C192S  fue un 65% inferior que la del enzima silvestre. En presencia 
de cisteamina, el enzima se reactivó considerablemente, aunque la actividad 
no llegó a alcanzar el 50% de la actividad del enzima silvestre. Esta baja 
actividad específica podría deberse a un efecto aditivo de la doble sustitución 
de los residuos sobre la inactivación, o bien podría ser que la doble mutación 
produjera un cambio estructural distinto que afectara al centro catalítico más 
drásticamente que las mutaciones simples. 
 
 
2.2. DETERMINACIÓN DE LAS CONSTANTES CINÉTICAS 
Se realizó un análisis más detallado del efecto de las mutaciones en el 
centro activo del enzima midiendo la actividad en muestras en las que se 
varió la concentración de CO2, en un rango de concentraciones limitantes 
para la reacción de carboxilación, bajo una atmósfera de nitrógeno u oxígeno. 
De este modo se calcularon las constantes de Michaelis para el CO2 y el O2, y 
la velocidad máxima de carboxilación (tabla II). Por otro lado, el factor de 
especificidad se determinó por el método del doble marcado (tabla II). Estos 
ensayos fueron realizados por Julia Marín Navarro y Sriram Satagopan en el 
laboratorio del Dr. Robert Spreitzer de la Universidad de Nebraska con el que 













  μM CO2
Ko 
   μM O2
Ko/Kc  
Revertiente 62 + 3 130 + 20 24 + 3 620 + 50 26 
C172S  68 + 2* 120 + 30    47 + 3 **   1360 + 130 ** 29 
C192S 61 + 2      92 + 16 **    18 + 2 ** 550 + 60 * 31 
 
Tabla II: Factor de especificidad y constantes cinéticas de la Rubisco 
obtenida de la cepa revertiente y los mutante C172S y C192S. Se 
muestran las medias ± las desviaciones típicas de múltiples determinaciones 
independientes [cuatro de los valores de Ω (factor de especificidad) y seis de Kc 
(constante de Michaelis para la reacción de carboxilación, Ko (constante de 
Michaelis para la reacción de oxigenación) y Vc (velocidad máxima para la 
reacción de carboxilación)]. Se indican los valores significativamente distintos a 
los del enzima revertiente con  P<0.05 (*) o P<0,01 (**). 
 
 
La sustitución de la Cys192 por serina produce una disminución de 
las constantes de Michaelis para el CO2 y O2, con una disminución mayor de 
la Km para el CO2. Por tanto, la menor velocidad de carboxilación que posee 
(30% inferior) se ve compensada por el aumento de afinidad por el CO2 
respecto al O2, dando así un valor de factor de especificidad similar. 
La velocidad máxima de carboxilación del enzima C172S fue similar a 
la del silvestre. Por contra, las constantes aparentes de Michaelis, tanto para 
el CO2 (Kc) como para el O2 (Ko) del mutante C172S fueron bastante 
superiores (aproximadamente el doble) que las del enzima silvestre. Estos 
resultados sugieren que la menor actividad especifica aparente del mutante 
C172S (tabla II), podría ser el resultado de una menor saturación del centro 
catalítico bajo las condiciones estándar del ensayo de actividad carboxilasa.  
 El factor de especificidad determinado para la Rubisco silvestre fue 
62 (tabla II), el cual es similar a los valores previamente descritos para el 
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enzima de C.reinhardtii usando el mismo método (Du et al., 2000; Spreitzer 
et al., 2001; Du et al., 2003; Satagopan y Spreitzer, 2004). A diferencia del 
enzima C192S cuyo factor de especificidad fue idéntico al silvestre, el 
mutante C172S mostró un valor significativamente superior, de 68. La 
comparación de las constantes cinéticas de la Rubisco C172S con los valores 
del silvestre mostró que la relación Ko/Kc estaba ligeramente aumentada 
(tabla II), lo que podría por si mismo explicar el factor de especificidad 
superior. Debido a que ni CO2 ni el O2 se unen al enzima antes de reaccionar 
con la forma enediol de RuBP, las constantes de Michaelis aumentadas del 
enzima C172S podrían estar causadas por cambios conformacionales 
inducidos por la mutación que conducirían i) al debilitamiento de las 
interacciones con RuBP que inducen la forma enediol, consiguiendo así, un 
sustrato menos reactivo para CO2 y O2; ii) a una accesibilidad restringida del 
CO2 y O2 al enediol de RuBP unido; y/o iii) a una estabilización limitada de 
los intermediarios de las reacciones de carboxilación y oxigenación. Dado que 
la especificidad de sustrato depende de la estabilización diferencial de estos 
intermediarios (Chen y Spreitzer, 1991), el hecho de que el factor de 
especificidad también esté afectado indica al menos una contribución parcial 
de esta última explicación. 
 
 
2.3 ESTUDIO DE LA TERMOSENSIBILIDAD DE LOS ENZIMAS 
MUTANTES 
 
La sensibilidad térmica del enzima se determinó midiendo la 
actividad carboxilasa de la Rubisco a 30ºC después de una incubación a 
diferentes temperaturas (de 30 a 60ºC) durante un tiempo fijo de 30 min. 
(fig.3) o bien a una temperatura fija de 55ºC a lo largo de 3 horas (fig.4). 
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En las dos condiciones ensayadas, la Rubisco purificada del mutante  
C192S presentó un comportamiento cercano al enzima silvestre, mostrando 
una estabilidad térmica ligeramente menor. La temperatura crítica de 
inactivación del enzima C192S fue de aproximadamente 1ºC inferior al tipo 
silvestre (fig.3) y presentó una cinética de inactivación a 55ºC similar a la del 









































Fig.3. Inactivación térmica de la Rubisco purificada de los mutantes 
C192S (   ), C172S (  ), C172S/C192S (   )  y tipo silvestre control (   )  
incubada a diferentes temperaturas. La Rubisco se incubó a cada 
temperatura durante 30 min, se enfrío en hielo durante 5 min, y se ensayó la 
actividad RuBP carboxilasa residual. Se representa el porcentaje de actividad 
residual respecto la actividad específica de la misma muestra incubada a 30ºC 
durante 30min. Las barras de error indican la desviación típica obtenida de tres 
muestras independientes. 
 
En cambio, las Rubiscos doble mutante C172S/C192S y C172S fueron 
más sensibles que la Rubisco silvestre. Ambos enzimas presentaban una 
temperatura de desnaturalización inferior y una mayor velocidad de 
desnaturalización. La temperatura de semi-inactivación de las Rubiscos 
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C172S y C172S/C192S en las condiciones ensayadas fue entre 2-2.5ºC inferior 
a la silvestre (fig.3). Además, las Rubiscos C172S y C172SC192S incubadas a 
55ºC mostraron una cinética de inactivación sensiblemente más rápida 
(tiempo de semi-inactivación de 20 y 10 min respectivamente) que el enzima 








































Fig.4. Inactivación térmica de la Rubisco purificada del mutante 
C192S  (   ), C172S (  ), C172S/C192S (  )  y tipo silvestre control     
(  ) incubada a 55ºC. La Rubisco purificada (0,2mg/ml) de las diferentes 
cepas de C. reinhardtii se incubó a 55ºC durante 130 min. A los tiempos 
indicados se tomaron muestras que se enfriaron en hielo durante 5 min, y 
se ensayó la actividad RuBP carboxilasa residual. Se representa el 
porcentaje de actividad residual respecto la actividad inicial de cada 
Rubisco. Las barras de error indican la desviación típica obtenida de tres 
muestras incubadas independientemente. 
 
 
Los resultados confirman la inestabilidad térmica de la Rubisco 
C172S ya descrita en un publicación previa (Moreno y Spreitzer, 1999). En 
aquel trabajo, se especuló que la baja estabilidad del mutante C172S podría 
ser debido a la imposibilidad de formar un puente disulfuro entre la Cys172 y 
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Cys192, que podría estar presente en la Rubisco silvestre. Debido a que el 
enzima C192S es estable, se puede concluir ahora que la termosensibilidad de 
la Rubisco C172S no está causada por la ausencia del presunto puente 
disulfuro Cys172-Cys192. La mayor sensibilidad térmica de las Rubiscos 
C172S y C172S/C192S, revela el papel estructural de la Cys172 por si misma, 
que no puede ser complementado por la sustitución por serina. Por el 
contrario, la sustitución de Cys192 por serina no altera apenas la estabilidad 
estructural del enzima.  
 
 
2.4. COMPORTAMIENTO ELECTROFORÉTICO EN GELES NATIVOS 
 Para detectar posibles alteraciones estructurales en las Rubiscos 
mutadas se analizó la movilidad electroforética de los enzimas en condiciones 
nativas. En este caso, se partió de extractos crudos de las diferentes cepas que 
se sometieron a electroforesis e inmunorevelado para detectar el holoenzima 
de Rubisco. Se observó una menor movilidad de las cepas C172S, C192S y 
C172S/C192S respecto al enzima silvestre y a otros controles añadidos 
(C449S, C459S, C449S/C459S) tanto en muestras reducidas previamente como 
sin tratar (fig.5). Esta diferencia probablemente refleja algún cambio en la 
conformación de los holoenzimas mutantes que reduce su movilidad 


























































































































Fig.5. Inmunodetección del holoenzima de Rubisco tras electroforesis 
nativa y electrotransferencia. Los cultivos de cada cepa se resuspendieron 
en tampón de homogenización con o sin CSH. Tras romper las células por 
sonicación, se incubó el extracto durante 2h a 30ºC en atmósfera inerte, las 
muestras se resuspendieron en tampón de electroforesis para geles nativos con 
β-EtSH, y se corrieron en una electroforesis en gel de poliacrilamida al 7% 
(pregel 4%). 
 
2.5. MODULACIÓN REDOX DE LA ACTIVIDAD ENZIMÁTICA 
2.5.1. Inactivación en tampones redox
Con el objeto de estudiar la inactivación de Rubisco por oxidación se 
incubaron los enzimas purificados en distintos tampones redox. Los tampones 
redox empleados consistieron en mezclas de cisteamina (CSH) y cistamina 
(CSSC) y se caracterizaron por una concentración monomérica 
(c=[CSH]+2.[CSSC]) constante de 40mM y una relación disulfuro/tiol 
(r=[CSSC/CSH]) variable. Tras 2 horas de incubación a 30ºC en atmósfera 
inerte de nitrógeno, la actividad carboxilasa disminuyó al aumentar la 
relación disulfuro/tiol de los tampones (fig.6) como ya se había descrito para 
los enzimas silvestre y C172S con un punto de inflexión (correspondiente al 
50% de la actividad) situado en una r entre 1,5 y 2 (Moreno y Spreitzer, 
1999). 
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El enzima mutante C192S presentó una mayor sensibilidad a la 
oxidación, volviéndose inactivo bajo condiciones menos oxidantes (alrededor 
de r=0,7) que el enzima silvestre y C172S. En cambio, el enzima doble 
mutante presentó un comportamiento intermedio, con una r crítico en torno 



















Fig. 6. Inactivación de las Rubiscos purificadas de los mutantes 
C192S(   ), C172S (   ), C172S/C192S (   ) y tipo silvestre control          
(  ) incubadas en tampones con potenciales de oxidación crecientes. 
Se prepararon tampones redox como mezclas de CSH y CSSC con diferentes 
relaciones molares (r= [CSSC]/[CSH] ) desde r=0 hasta r=100 y concentración 
monomérica ([CSH] + 2.[CSSC]) constante e igual a 40mM. Las Rubiscos 
purificadas (0,13mg/ml) de las cepas revertiente y mutantes de C. reinhardtii 
se incubaron en los diferentes tampones durante 2 horas a 30ºC en una 
atmósfera inerte de nitrógeno, y a continuación se ensayó la actividad 
carboxilasa residual. Se representa el porcentaje de la actividad residual 
respecto a la actividad del mismo enzima totalmente reducido (con r=0). Las 
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Estos resultados indican que el enzima C192S es más sensible a la 
inactivación, vía oxidación de cisteínas (de tiol a disulfuro) que el silvestre. El 
bajo potencial redox crítico del enzima C192S (fig.6) sugiere que la Cys192 
protege otro grupo redox sensible en la Rubisco silvestre. Debido a la 
proximidad entre Cys192 y Cys172, este último residuo sería el candidato más 
plausible para ser el residuo protegido. La protección de la oxidación 
espontánea de la Cys172 se podría ejercer a partir de la formación de un 
puente disulfuro de la Cys192 con la Cys172 (cuando las condiciones 
ambientales se vuelvan oxidativas). Si fuera así, la formación de un disulfuro 
mixto del residuo Cys172 con la cistamina inactivaría el enzima y la curva de 
inactivación redox que corresponde al enzima C192S revelaría la 
modificación del residuo Cys172 desprotegido. En cambio, las curvas de los 
enzimas C172S y silvestre responderían a la modificación oxidativa de otro 
residuo (o residuos) de cisteína más difícilmente oxidable. Esta cisteína no 
determinada (la cual llamaremos a partir de ahora CysX) podría ser la diana 
por defecto de la inactivación oxidativa cuando la Cys172 está ausente (como 
en la Rubisco C172S) o protegido por la Cys192 (como en el enzima silvestre). 
Una explicación alternativa podría ser que la inactivación ocurra en 
todos los casos a través de la modificación del mismo residuo (CysX) cuyo 
potencial redox crítico cambie por la ausencia de Cys192 a través de un 
mecanismo a larga distancia. 
El comportamiento de la Rubisco doble mutante C172S/C192S con 
un potencial crítico de inactivación intermedio no aporta elementos de juicio 
que permitan inclinarse por una u otra opción. Si el residuo Cys192 
protegiera al Cys172 de la oxidación, el doble mutante debería comportarse 
como el C172S (o el silvestre). Por el contrario, si la desaparición de la 
Cys192 afectara al potencial redox crítico de la CysX (a larga distancia), la 
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curva de inactivación (redox) del doble mutante debería duplicar la de C192S. 
El comportamiento intermedio del doble mutante parece reflejar el hecho de 
que la sustitución de ambos residuos induce un cambio conformacional 
distinto que afecta a la exposición de residuos críticos (CysX o incluso otros) 
al agente oxidativo. 
 
2.5.2. Efecto de agentes modificadores de cisteínas
Se determinó la actividad carboxilasa de la Rubisco purificada tras 
incubarla con diferentes agentes modificadores de grupos sulfhidrilo: sales de 
cobre, agentes que podrían formar disulfuros mixtos intermoleculares como 
el ditionitrobenzoato (DTNB), glutatión oxidado (GSSG) y cistamina (CSSC), 
agentes que reaccionan con ditioles como el arsenito de sodio y agentes 
alquilantes como yodoacetamida (IAM), ácido yodoacético (IAA), y n-etil 
maleimida (NEM) (fig.7). Como controles se determinaron en paralelo las 
actividades de la Rubisco purificadas sin tratar y reducida con cisteamina. 
La exposición de la Rubisco purificada de los mutantes C172S, C192S 
y C172S/C192S a estos agentes produjo la inactivación de los enzimas en 
diferente grado. En algunos casos, especialmente en aquellos tratamientos 
donde se observó un efecto diferencial de los agentes oxidantes sobre los 
distintos mutantes, se realizó un estudio más detallado de la cinética de 


























Fig.7. Inactivación de las Rubiscos obtenidas del revertiente silvestre y 
de los mutantes C172S, C192S, C172S/C192S por tratamientos con 
diferentes agentes modificadores de cisteínas. La Rubisco purificada 
(0,13mg/ml en tampón de activación) se incubó durante 2h (A y B) o 15min 
(C) a 30ºC con diferentes agentes modificadores: Cu, sulfato de cobre 25µM; Cu 
+ CSH, sulfato de cobre 25µM en presencia de CSH 40mM; As, arsenito de 
sodio 2mM; DTNB, ditionitrobenzoato; 2mM; GSSG, glutation oxidado 20mM; 
CSSC, cistamina 20mM; IAM, yodoacetamida 10mM; IAA, yodoacetato 5mM y 
NEM, N-etilmaleimida 10mM. Posteriormente se midió la actividad residual de 
las Rubiscos silvestre (en gris), C172S (en azul), C192S (en rojo) y C172S/C192S 
(en verde). Se representa el porcentaje de la actividad carboxilasa respecto a la 
actividad del mismo enzima sin tratar. Las barras de error muestran la 
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El cobre (Cu2+), capaz de catalizar la oxidación de los grupos 
sulfhidrilo mediada por la formación de radicales libres (Halliwell y 
Gutteridge, 1989) redujo la actividad de la Rubisco silvestre un 30-40%, igual 
que en el resto de los mutantes (fig.7A). La presencia de CSH no alteró 
notablemente el grado de inactivación por Cu2+. Por tanto, la modificación 
oxidativa del Cu2+ sobre el enzima no se revertió por la cisteamina. Además, la 
alta concentración de tioles en el medio (CSH 40mM) comparada con la 
concentración de tioles de la Rubisco (del orden de µM), no consiguió 
tamponar el efecto del Cu2+. 
La incubación con el disulfuro cistamina inhibió totalmente la 
actividad de todas las Rubiscos tras 2 horas de incubación (fig.7B). Sin 
embargo, se observó una cinética de inactivación más rápida para la Rubisco 
C192S y C172S/C192S que para las C172S y silvestre (fig.8A). Esto revela la 
diferente identidad y/o accesibilidad de las cisteínas críticas a los agentes 
disulfuros en los distintos mutantes tal como se ha discutido en el apartado 
anterior.  
Por otro lado, el disulfuro DTNB, agente que intercambia disulfuros 
con tioles libres, inhibió totalmente la actividad del enzima en 30 minutos 
(fig.7B y 8D). Sin embargo, en este caso la velocidad relativa de modificación 
de los distintos enzimas fue algo diferente de la respuesta a CSSC ya que la 
Rubisco silvestre se inactivó más lentamente que el resto de mutantes.  
 A diferencia del DTNB y de la CSSC, el GSSG, no fue capaz de inhibir 
a las Rubiscos ni mutantes ni silvestres (fig.7B). Se ha sugerido que la 
incapacidad de oxidación del GSSG se debe a posibles dificultades estéricas 
para acceder a los residuos críticos de cisteína (García-Ferris y Moreno, 1993; 
Moreno y Spreitzer, 1999; Marcus et al., 2003). 
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Fig.8. Cinética de inactivación de las Rubiscos obtenidas del 
revertiente silvestre (   ) y de los mutantes C172S (  ), C192S (  ), 
C172S-C192S (   ) incubadas con diferentes agentes modificadores de 
cisteínas. La Rubisco purificada (0,13mg/ml) se incubó durante 100min a 30ºC 
con diferentes agentes modificadores: CSSC, cistamina 20mM (A); IAM, 
yodoacetamida 10mM (B); IAA, yodoacetato 5mM (C); DTNB, 
ditionitrobenzoato 2mM (D). A los tiempos indicados se tomaron muestras y se 
midió la actividad carboxilasa. Se representa el porcentaje de actividad residual 
respecto a la actividad del mismo enzima sin tratar. 
 
 
Se estudió también el efecto de agentes alquilantes tales como el 
NEM, IAM e IAA (fig.7C). La incubación de las Rubiscos con NEM a la 
concentración ensayada inhibió totalmente la actividad tras 15 min de 
tratamiento (fig.7C). El efecto de la IAM fue también muy rápido para la 
Rubiscos silvestre, C172S y C192S, mientras que el doble mutante se mostró 
más resistente (fig.7C y 8C). La incubación con IAA provocó una cinética de 
inactivación más rápida para la Rubisco C192S, mientras que las Rubiscos 
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C172S y doble mutante se inactivaron de forma notablemente más lenta y la 
Rubisco silvestre presentó un comportamiento intermedio (fig.7C y 8B). De 
nuevo se observa una diferente respuesta de los mutantes, causada, 
probablemente por una diferente accesibilidad de las cisteínas que son críticas 
en cada caso. En conjunto, cabe destacar que la Rubisco C192S se mostró 
entre las más sensibles a todos los tratamientos, de acuerdo con la idea de que 
la cisteína diana podría ser distinta para este mutante, como se ha discutido 
anteriormente.  
Por otro lado, el comportamiento de la Rubisco C172S/C192S que en 
ocasiones difiere de la del mutante C172S (caso del tratamiento con CSSC), de 
la del mutante C192S (tratamiento con IAA), o de ambos (tratamientos con 
IAM), sugiere de nuevo que la doble mutación tiene un efecto distinto a la 
simple suma de la mutaciones individuales. 
El arsenito, un reactivo de ditioles (Zahler y Cleland, 1968), disminuyó 
la actividad carboxilasa de la Rubisco silvestre en un 30-40% mientras que la 
de Rubisco C172S, C192S y C172S/C192S no se modificó significativamente 
(fig.7A). Esto sugiere que la inactivación parcial de la Rubisco silvestre por el 
arsenito es debida a la reacción con los residuos vecinos Cys172 y Cys192. 
Esta inactivación parcial se podría explicar en principio mediante dos 
supuestos (extremos). Podría ser que la reacción del arsenito con los ditioles 
vecinos Cys172 Cys192 causara solo una reducción parcial de la actividad 
como se ha supuesto en una publicación previa (Moreno y Spreitzer, 1999). O 
también podría ocurrir que la modificación con arsenito inhibiera totalmente 
el enzima, pero que solo un porcentaje de los pares Cys172 Cys192 se 
encuentren en forma de ditiol (susceptibles de reaccionar con arsenito). 
Para discernir entre las dos posibilidades se trató la Rubisco con 
diferentes agentes reductores de disulfuro (cisteamina, 2-mercaptoetanol, 
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cisteína, N-acetilcisteina, glutatión reducido), intentando de esta manera 
reducir todos los pares Cys172-Cys192. La incubación conjunta de arsenito y 
alguno de los agentes reductores produjo la pérdida total de la actividad 
carboxilasa del enzima silvestre, sin afectar a los enzimas C172S, C192S y 
C172S/C192S (fig.9). Solo el GSH, entre todos los agentes reductores 
ensayados, no consiguió potenciar el efecto inactivador del arsenito. Este 
resultado apoya la hipótesis de que la reacción del arsenito con el ditiol 
Cys172-Cys192 inactiva la Rubisco completamente. En el caso del enzima 
silvestre no reducido, esta modificación se evitaría en un alto porcentaje 
(sobre un 60-70%) por la existencia de un puente disulfuro previamente 
formado entre estos residuos. Este puente sería fácilmente reducible por 
diversos tioles (excepto el glutatión), y además su presencia no afectaría a la 
actividad enzimática de la Rubisco. 
Para comprobar el efecto específico del arsenito sobre el par Cys172 y 
Cys192, se ensayó la actividad de los extractos crudos de otras cepas de 
C.reinhardtii con mutaciones en cisteínas conservadas de Rubisco, tanto en 
residuos que pueden formar parte de ditioles (C247S, C449S, C459S, 
C449S/C459S) como en otros residuos de la subunidad grande (C84S, C284S, 
C427S), y pequeña [s(C41S), s(C83S)]. En todos estos mutantes se determinó 
una inhibición total de la actividad en presencia de arsenito y cisteamina, 
mientras que, como ya se había visto para el enzima purificado, la actividad 
de los extractos de los mutantes C172S, C192S y C172S/C192S no se afectó en 
estas condiciones (fig.10). Por tanto, los resultados indican que el efecto 
inhibitorio del arsenito en condiciones reductoras es debido exclusivamente a 



















































Fig.9. Efecto del arsenito en presencia de diferentes agentes reductores 
de disulfuros sobre la actividad de Rubisco silvestre, C172S, C192S y 
C172S/C192S (DM79). A. Actividad residual de la Rubisco purificada de cada 
cepa tras 2h de incubación con NaAsO2 (As) 2mM junto con CSH 40mM o Cys 
2mM. Las barras de error muestran la desviación típica de los triplicados del 
ensayo de actividad. B. La Rubisco purificada de la cepa revertiente se incubó en 
presencia de NaAsO2 2mM solo (   ) o junto con CSH 40mM (   ), N-Acetilcisteína 
2mM (   ), Cys 2mM (   ), β-EtSH 40mM (   ) o GSH 40mM (   ) a 30ºC. A los 
tiempos indicados se tomaron muestras y se midió la actividad carboxilasa. Se 
representa el porcentaje de la actividad residual respecto a la actividad del mismo 



































































































































Fig.10. Efecto del arsenito sobre la actividad de Rubisco en extractos 
de las cepas revertiente, s(C41S), s(C83S), C84S, C247S, C284S 
C449S, C459S, C449S/C459S, C427S, C172S, C192S y C172S/C192S. 
Las células se resuspendieron en tampón conteniendo arsenito 2mM y/o CSH 
40mM y se sonicaron y tras centrifugación y 1h de incubación a 30ºC se midió 
la actividad carboxilasa residual. Se representa el porcentaje de actividad 
carboxilasa respecto a la actividad del mismo enzima en ausencia de 
tratamiento. Las barras de error muestran la desviación típica de seis réplicas 
del ensayo de actividad.  
 
 
2.5.3. Hipótesis de la modulación redox de la actividad enzimática a 
través del par Cys172-Cys192 
Los resultados anteriores son consistentes con el esquema de la figura 
11. En la Rubisco silvestre activa, las cisteínas 172 y 192 podrían estar o bien 
reducidas en forma de tioles libres, u oxidadas a través de un puente disulfuro 
interno. Ambas formas serían igualmente activas desde el punto de vista 
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catalítico y se encontrarían presentes, en una relación aproximadamente de 
1:2, al menos en las preparaciones del enzima purificado. Sin embargo, este 
par de cisteínas sería altamente sensible al entorno (actuando como un sensor 
redox) estando reducido en presencia de reductores externos y pasando a 
oxidarse en condiciones moderadamente oxidantes (en torno r=0,7 de 
acuerdo con la curva de inactivación redox del mutante C192S). La forma 
ditiol libre sería susceptible de reaccionar con arsenito, estableciendo de esta 
manera un puente de arsénico entre los residuos que inactivaría la Rubisco 
completamente. En ausencia de la Cys172 o Cys192 (en los mutantes), el 
puente disulfuro interno no podría formarse y la cisteína presente se 
encontraría libre para formar disulfuros mixtos con cisteamina (u otros tioles 
de bajo peso molecular) en condiciones levemente oxidantes (por encima de 
r=0,7). En este caso la respuesta sería asimétrica debido a que el disulfuro 
mixto formado con la Cys172 inactiva el enzima, mientras que el establecido 
con la Cys192 aparentemente no afecta a la actividad carboxilasa. Cuando la 
Cys172 está ausente (C172S) o unida a la Cys192 (en la forma silvestre activa), 
el enzima se inactivaría por un incremento de las condiciones oxidativas (por 
encima de r=1,5) que afectaría a uno o varios residuos de cisteína 
indeterminado/s (CysX). Debido al efecto protector de la Cys192 sobre la 
Cys172, la inactivación oxidativa de la Rubisco silvestre estaría causada en 
última instancia por la modificación de la CysX. Por otro lado, la ausencia del 
residuo protector Cys192 causaría la especial sensibilidad del mutante C192S 




































Fig.11. Esquema de modulación redox donde se indican las transiciones 
oxidativas de las cisteínas de Rubisco y la competencia catalítica de cada 
estado. 
 
Para contrastar este modelo, la Rubisco silvestre se sometió a 
tampones redox de diferente relación disulfuro/tiol en presencia de arsenito 
(fig.12). El enzima se mostró inactivo a lo largo de todo el rango r excepto en 
un pequeño pico de actividad alrededor de r=1 (fig.12). Esto debe ser el 
resultado de la superposición de la inactivación total por la reacción de 
arsenito con el par de Cys192 Cys172 cuando está reducido (por debajo de 
r=0,7) y la inactivación del enzima a través de la modificación oxidativa de la 
CysX (por encima de r=1,5). Debido a que los valores de r críticos para la 
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X (sobre 1,5-2 como se deduce de las curvas C172S y silvestre en la misma 
figura) son diferentes, cabe esperar una actividad residual que aumente entre 
estos valores críticos, como de hecho se observa. Como control, la presencia 












































Fig.12. Inactivación de las Rubiscos purificadas del mutante C172S (  ) 
y del tipo silvestre control (  ) incubadas en tampones redox en 
presencia de arsenito. La Rubisco purificada (0,13mg/ml) se incubó como en 
la fig.6 pero en presencia de arsenito de sodio 2mM. Se representa el porcentaje 
de actividad residual respecto a la actividad del mismo enzima totalmente 
reducido en ausencia de arsenito. Las barras de error indican la desviación 
típica de triplicados del ensayo de actividad. En el inserto se muestra a escala 
ampliada el pico de actividad de la Rubisco silvestre.  
 
 
2.6. MODULAC ÓN REDOX DE LA SUSCEPT B L DAD PROTEOL T CA I I I I Í I
Con objeto de estudiar la contribución de los residuos Cys172 y 
Cys192 a la susceptibilización proteolítica de la Rubisco por oxidación de 
cisteínas (Peñarrubia y Moreno, 1990; García-Ferris y Moreno, 1993; Moreno 
y Spreitzer, 1999) se incubaron los enzimas silvestre y mutantes en 
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condiciones oxidantes (incubación con CSSC) o reductoras (incubación con 
CSH) y posteriormente se digirieron con subtilisina. 
Como ya se había descrito para el enzima silvestre (Marín-Navarro y 
Moreno, 2003) la proteolisis de la Rubisco oxidada dio lugar a fragmentos de 
53 kDa (banda I) y de 47kDa (banda II), derivados de la subunidad grande, e 
inmediatamente apreciables desde el comienzo del ensayo (fig.13). Sin 
embargo, la Rubisco reducida únicamente generó el fragmento de 53kDa 
(banda I) a tiempos cortos. La banda II (47kDa) solo se detectó a tiempos 
largos cuando casi toda la subunidad grande de la Rubisco reducida se había 
procesado previamente a banda I (fig.13). Las bandas electroforéticas I y II 
consistían en una serie de polipéptidos de masa similar cuyo tamaño 
convergía hacia un límite inferior al prolongar el tiempo de proteolisis. El 
tamaño asignado a las bandas I y II corresponde a este límite inferior. 
En un trabajo previo (Marín-Navarro y Moreno, 2003) se 
identificaron las dos regiones en la subunidad grande de la Rubisco 
susceptibles a la hidrólisis por proteasas de baja especificidad, cuyo corte 
genera las bandas I y II. Una está localizada en el extremo N-terminal 
desestructurado (hasta la Lys18) donde ya se había descrito previamente la 
actuación de otra proteasas de mayor especificidad como la tripsina 
(Gutteridge et al., 1986). El corte proteolítico en esta zona produce la banda I 
de forma independiente al estado redox de las cisteínas de la Rubisco. La otra 
región es un lazo conservado entre los residuos Ser61 y Thr68, cuya 
sensibilidad proteolítica muestra, por el contrario, una dependencia clara y 
gradual de la oxidación de las cisteínas de la Rubisco. El corte en este punto 
genera la banda II (Marín-Navarro y Moreno, 2003). 
Al comparar el patrón de proteolisis del enzima silvestre con el de los 
mutantes en ambas condiciones (oxidadas, reducidas) se detectaron 
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diferencias, sobre todo en condiciones reductoras. En los enzimas mutantes, 
la banda II apareció antes y se acumuló en mayor cantidad que en el enzima 
silvestre (fig.13), lo que parece indicar una mayor facilidad para el corte en el 
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Fig.13. Proteolisis de la Rubisco reducida (RR) y oxidada (RO) 
purificada de las cepas C172S, C192S, C172S/C192S, y revertiente 
silvestre (wt) por incubación prolongada con subtilisina. La Rubisco 
purificada (0,13mg/ml en tampón de activación) de C. reinhardtii  tratada 
previamente 2h con CSH 40mM o CSSC 20mM se incubó a 30ºC con 
subtilisina (0,5µg/ml) durante diferentes tiempos (hasta 5h). Las posiciones 
de la subunidad grande intacta (LS) y de los fragmento de degradación 
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Con el objeto de realizar un análisis cuantitativo de este 
comportamiento se probó a  ajustar los datos de la cinética de proteolisis a un 
modelo matemático del proceso, elaborado para explicar la degradación del 
enzima silvestre (Marín-Navarro y Moreno, 2003). El modelo predice la 
evolución de la cantidad de subunidad grande intacta (z), banda I (p1) y banda 
II (p2) a lo largo del proceso de proteolisis por subtilisina, mediante las 
siguientes ecuaciones: 
 
dz/dt = - (k1 + k2 + θ . k3) . z               ec.1 
  dp1/dt = k1 . z – (k2´+ θ . k3) . p1                ec.2 
  dp2/dt = k2 . z + k2´. p1 – θ . k3 . p2             ec.3 
 
Donde k1 es la constante de primer orden para la rotura del 
fragmento N-terminal que produce la banda I (p1) y que actuaría sobre las 
subunidades intactas (z). k2 y k2´ son las constantes de primer orden que 
gobiernan el procesado a banda II de las subunidades intactas o previamente 
procesadas a banda I, respectivamente. Y k3 es la constante de desensamblaje 
del holoenzima que conduce a la degradación no restringida de las 
subunidades liberadas. Este desensamblaje parece depender de la coincidencia 
de dos subunidades grandes procesadas a banda II dentro de uno de los cuatro 
dímeros que integran el núcleo del enzima (Marín-Navarro y Moreno, 2003). 
Por ello la constante k3 está modulada por el factor θ = f2, siendo f la fracción 
promedio de las subunidades grandes que han sido procesadas en el lazo 
Ser61-Thr68 (banda II) [f=p2/(z+p1+p2)]. Las relaciones e interacciones 
implícitas en las ecuaciones del modelo se resumen en forma esquemática en 
la fig.14. 
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Fig.14. Representación esquemática del procesamiento proteolítico de la 
subunidad grande de Rubisco por subtilisina de acuerdo con el modelo 
cinético descrito por las ecuaciones 1-3. Las flechas (con las constantes 
cinéticas asociadas) indican las transformaciones postuladas entre la subunidad 
grande intacta (z), los fragmentos de la banda I (p1) y la banda II (p2), y los 
péptidos de pequeño tamaño y aminoácidos que se obtienen como resultado de la 
proteolisis no restringida (representados por pequeños trazos horizontales). Los 




Una vez determinadas las cantidades de subunidad grande (z) y de sus 
subproductos detectables, la banda I de 53kDa (p1) y la banda II de 47kDa 
(p2), durante la degradación de la Rubisco por subtilisina, el sistema de 
ecuaciones diferenciales (ecuaciones 1-3) se resolvió numéricamente 
ajustando los valores de las constantes por minimización de la suma de las 
diferencias entre los valores del modelo y los datos experimentales elevadas al 
cuadrado. El modelo se ajustó bien a los datos experimentales tanto para la 
Rubisco reducida como para la oxidada (fig.15) con un coeficiente de 
determinación global mayor de 0,9 (es decir, el modelo fue capaz de explicar 
más del 90% de la variación observada). Los valores estimados de las 
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constantes para la Rubisco reducida y oxidada de los enzimas mutantes y 
silvestre se muestran en la tabla III. 
A 
Valores estimados para las constantes de primer orden de Rubiscos reducidas 
Constante 
cinética 
wt C172S C192S C172S-C192S 
k1 36 ± 2 37 ± 2 36±3 53* * ± 4 
k2 0,2 ± 1 0,1 ± 0,8 0 ± 0 0,0 ± 0,7 
k2´ 1,0 ± 0,2 3,0* * ± 0,2 4,3* * ± 0,2 4,2* * ± 0,3 





Valores estimados para  las constantes de primer orden de Rubiscos oxidadas 
Constante 
cinética 
wt C172S C192S C172S-C192S 
k1 37 ± 6 45 ± 7 29 ± 9 40 ± 9 
k2 26 ± 5 25 ± 5 30 ± 12 35 ± 11 
k2´ 3 ± 1 6 ± 1 6 ± 2 7 ± 2 
k3 16 ± 4 8 ± 2 8 * ± 1 6* ± 1 
 
Tabla III. Valores estimados para las constantes cinéticas de primer 
orden del modelo cinético de proteolisis de la Rubisco silvestre (wt), 
C172S, C192S y C172S/C192S reducidos (A) y oxidados (B). Las constantes 
se calcularon ajustando el modelo a los datos experimentales mediante 
minimización de la suma de las desviaciones al cuadrado. Se indican los valores ± 
el error estándar expresados en min-1 y multiplicados por un factor de 103. Los 
valores de las constantes de los mutantes que son significativamente diferentes de 
los del enzima silvestre se indican en azul con * (P<0,05) o ** (P< 0,01). 
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Fig.15. Evolución temporal de la subunidad grande intacta ( ), de la banda I (  ) 
y de la banda II (  ) durante la proteolisis con subtilisina de la Rubisco reducida y 
oxidada de las cepas silvestre, C172S, C192S, y C172S-C192S. Las muestras de 
Rubisco oxidada o reducida se incubaron con subtilisina. Tras detener la reacción a diferentes 
tiempos, los productos se corrieron en SDS-PAGE. La subunidad grande de la Rubisco intacta y 
sus fragmentos de proteolisis (banda I y banda II) se cuantificaron de los geles teñidos con azul 
Comassie. Los valores obtenidos para las bandas I y II se normalizaron respecto a la subunidad 
completa compensando la pérdida de masa. Todos los valores se representan como porcentajes 
del contenido inicial de subunidad grande intacta. Las curvas que se ajustan a los puntos 
experimentales se obtuvieron ajustando los datos al modelo descrito por las ecuaciones 1-3. 
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En condiciones reductoras, se determinaron diferencias significativas 
entre todos los mutantes y el enzima silvestre. Las constante k2´, que mide la 
aparición del fragmento de 47kDa (banda II) a partir de la banda I, fue 
significativamente superior en los enzimas mutados (P< 0,01), mientras la 
constante k3, que mide la velocidad de desensamblaje, fue significativamente 
inferior en los enzimas mutados (P< 0,01).  
Las diferencias observadas indicarían que en condiciones reductoras, 
el corte en el lazo Ser61-Thr68 está más favorecido en los mutantes que en el 
enzima silvestre. Sin embargo, la velocidad de desensamblaje y proteolisis no 
restringida (medida como k3) es inferior en los mutantes. El conjunto de estas 
dos condiciones favorece la acumulación de banda II en condiciones 
reductoras. En condiciones oxidantes, se observaron también diferencias 
similares aunque menos acusadas y con un nivel de significación estadística 
inferior. 
Por otra parte, el doble mutante en condiciones reductoras 
presentaba una k1 significativamente superior (P< 0,01) al resto de enzimas, 
indicando una mayor velocidad de rotura del fragmento N-terminal que 
produce la banda I y que actuaría sobre las subunidades intactas. El hecho de 
que esta especial sensibilidad en el sitio I solo se manifieste en la Rubisco 
C172S/C192S sugiere de nuevo que la doble mutación introduce alteraciones 
estructurales propias, que no se hallan en los mutantes simples. 
Los cambios en las constantes cinéticas k2´ y k3 que son comunes a 
todos los mutantes indican que, a pesar de que los enzimas muestren una 
mayor predisposición al corte en el lazo Ser61-Thr68, el núcleo del enzima es 
más resistente al desensamblaje y posterior proteolisis no restringida. La 
dificultad que presentan estos enzimas al desensamblaje podría afectar 
 117 
Resultados y discusión                                                                                                 . 




En este trabajo se han obtenido las cepas fotosintéticamente activas 
C192S y C172S/C192S por mutagénesis dirigida del gen rbcL en                       
C. reinhardtii. Estas cepas, junto con la cepa C172S (Moreno y Spreitzer, 
1999), se han utilizado como fuente para la purificación de los enzimas 
mutantes, con objeto de estudiar la contribución de estos residuos de cisteína 
a la actividad enzimática, estabilidad térmica y modulación redox de la 
Rubisco. En trabajos previos se ha estudiado la función de la Cys172 en el 
enzima de C. reinhardtii (Moreno y Spreitzer, 1999) y el papel de la Cys172 y 
Cys192 en la Rubisco de la cianobacteria Synechocystis (Marcus et al., 2003) 
también mediante mutagénesis dirigida de los residuos y la caracterización 
del fenotipo resultante. Se han observado algunas diferencias entre los 
resultados con el enzima de C.reinhardtii y Synechocystis. El análisis de la 
sensibilidad térmica de los enzimas mutantes de Synechocystis puso de 
manifiesto un comportamiento contrario al mostrado por los enzimas de C. 
reinhardtii [(Moreno y Spreitzer, 1999) y fig.3 y 4] ya que la Rubisco C192A 
de la cianobacteria fue más termosensible y el enzima C172A presentó una 
resistencia térmica similar al enzima silvestre. Por otra parte, los parámetros 
cinéticos de las Rubiscos mutantes de Synechocystis comparados con el tipo 
silvestre no presentaron diferencias similares a las observadas para los 
enzimas de C. reinhardtii (tabla II). Estas diferencias ente los mutantes de 
Synechocystis y de C. reinhardtii revelan un distinto efecto estructural de la 
mutación, probablemente debido a las alteraciones conformacionales 
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derivadas de las diferencias de secuencia entre las Rubiscos eucariótica y 
procariótica. No se puede descartar, además, algún efecto derivado de la 
distinta sustitución realizada en los dos casos (cisteína por serina en C. 
reinhardtii, y cisteína por alanina en Synechocystis). Además de estas 
diferencias de origen estructural, también se detectaron diferencias en el 
comportamiento redox. El enzima C172A de Synechocystis fue más resistente 
a la inactivación por oxidación con CSSC que el enzima silvestre, diferencia 
que no se aprecia en los mutantes de C. reinhardtii [(Moreno y Spreitzer, 
1999) y fig.6 y 8A]. Aun así, el enzima C192A fue más sensible a la oxidación, 
igual se observa en C. reinhardtii (fig.6 y 8A). Esta discrepancia en la 
sensibilidad del mutante en el residuo Cys172 a la modificación con CSSC 
seguramente refleja una distinta accesibilidad de las cisteínas críticas y, por 
consiguiente, depende en último término de las diferencias estructurales ya 
mencionadas. Por otro lado, se ha descrito que la oxidación del enzima de 
Synechocystis conduce a la disociación de la Rubisco en sus subunidades 
(Marcus et al., 2003). Esta observación es  probablemente fruto del hecho de 
que, en los experimentos que prueban dicha disociación, la oxidación de la 
Rubisco de Synechocystis se llevó a cabo con DTNB (Marcus et al., 2003), un 
reactivo voluminoso que al combinarse con las cisteínas puede generar 
tensiones estructurales. En cambio, se ha demostrado que la oxidación de la 
Rubisco de C. reinhardtii con CSSC inactiva al enzima sin desensamblarlo 
(Marín-Navarro y Moreno, 2003). Los resultados obtenidos al estudiar la 
cinética de digestión de la Rubisco por subtilisina indican que todas las 
mutaciones (C172S, C192S, C172S/C192S) dificultan el desensamblaje 
inducido por proteolisis (apartado 2.6), lo que puede retrasar el ataque 
proteolítico de las subunidades intactas a potenciales redox ligeramente 
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oxidantes, como se ha descrito anteriormente para el enzima C172S (Moreno 
y Spreitzer, 1999). 
En general, los resultados muestran que las mutaciones producen 
efectos estructurales y redox comunes a los mutantes C172S y C192S (que 
podríamos llamar efectos simétricos), y otros específicos de la sustitución de 
una u otra cisteína (efectos asimétricos). Entre los efectos simétricos se han 
detectado cambios estructurales similares para los mutantes C172S, C192S y 
C172S/C192S mediante el análisis de la cinética de proteolisis in vitro. Dichos 
efectos podrían estar derivados, en principio, de la existencia en el tipo 
silvestre de un puente disulfuro. Este puente podría actuar como un sensor 
redox del ambiente, sería fácilmente reducible por reductores externos (como 
CSH), y su formación podría, en principio, producir cambios estructurales 
con posibles funciones reguladoras. Una serie de experimentos apoyan de 
forma indirecta la existencia, en preparaciones de Rubisco purificada, de una 
fracción mayoritaria de moléculas en la que se ha establecido un puente 
disulfuro entre los residuos Cys172 y Cys192. La evidencia más fuerte 
proviene del hecho de que el efecto inactivador del arsenito se debe 
exclusivamente a su actuación sobre este par (fig.10), y este efecto se potencia 
en presencia de agentes reductores (fig.9). La existencia de un puente 
disulfuro protector entre la Cys172 y Cys192 es la explicación más sencilla de 
estos resultados. Sin embargo, no se pueden descartar otras hipótesis, como 
que la potenciación del efecto inhibidor del arsenito se debiera a la 
combinación de la modificación de los residuos Cys172 y Cys192 por este 
agente y la reducción de otra cisteína distinta, si bien, no parece que esta 
última pudiera encontrarse entre los residuos conservados (fig.10). En 
cualquier caso, la ausencia del puente disulfuro no puede explicar por si sola 
los efectos simétricos observados en los mutantes, ya que la reducción del 
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enzima silvestre con CSH no consigue reproducir ni la cinética proteolítica 
(tabla II) ni la movilidad electroforética de los mutantes (fig.5). Así pues, no 
parece que la formación del presunto puente disulfuro produzca efectos 
detectables sobre la estructura que podrían sustentar una acción reguladora. 
Por otro lado, también se han observado efectos asimétricos de las 
mutaciones, en los que, en general, C192S se muestra más sensible a agentes 
oxidantes y C172S a la inactivación térmica. Ambos resultados postulan un 
carácter crítico de la Cys172, dotada de un papel estructural propio y cuya 
modificación inactiva al enzima. El carácter crítico de la Cys172 ya fue 
postulado hace casi 30 años en base a la inactivación producida por ciertos 
agentes marcadores de afinidad (Schloss et al., 1978). En los resultados 
presentados, se observa además una especial sensibilidad a la inactivación 
producida por modificación de cisteínas del mutante C192S respecto al 
silvestre. Ello se explicaría por un posible papel protector de la Cys192 sobre 
la modificación de la Cys172. Así, en el enzima silvestre, la oxidación de la 
Cys172 se evitaría en condiciones débilmente oxidantes con el 
establecimiento de un puente disulfuro inocuo con la Cys192, mientras que 
en condiciones fuertemente oxidantes, la modificación de una/s CysX 
provocaría la inactivación del enzima. De nuevo, ésta sería la explicación más 
simple de acuerdo con la hipótesis previa de la posible formación de un 
disulfuro entre los dos residuos. Sin embargo, también aquí son posibles otras 
explicaciones, como, por ejemplo, que la sustitución de la Cys192 afecte 
indirectamente al potencial redox de la CysX u otra cisteína, adelantando la 
inactivación a condiciones más reductoras. 
Por tanto, los efectos simétricos y asimétricos de las mutaciones 
apuntan a la formación de un puente disulfuro entre Cys172 y Cys192, cuya 
función parece ser simplemente la protección de la modificación de la Cys172 
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por agentes modificadores y por tanto el mantenimiento de la actividad 
enzimática en condiciones débilmente oxidantes. 
Finalmente, cabe destacar el aumento en el factor de especificidad del 
enzima C172S (tabla II) que, aun siendo moderado, debe producir un 
incremento en la fijación neta de carbono in vivo y una disminución del coste 
energético global de esta fijación. Teniendo en cuenta que la Cys172 es un 
residuo crítico, que provoca la inactivación de Rubisco cuando se modifica 
oxidativamente por diferentes agentes, cabe preguntarse por qué está tan 
altamente conservada y no ha sido sustituida evolutivamente por serina para 
aumentar la especificidad por el sustrato y la resistencia del enzima a la 
oxidación. Las únicas desventajas del intercambio de la Cys172 por serina 
podrían ser una leve desestabilización estructural, que no parece ser relevante 
a temperaturas fisiológicas (fig.3), y un aumento en las constantes de 
Michaelis (tabla II). Podría argumentarse que una mayor constante de 
Michaelis limitaría la velocidad de carboxilación in vivo a las concentraciones 
de CO2 fisiológicas. Sin embargo, este no parece ser el caso, ya que el mutante 
C172S crece a la misma velocidad que el silvestre en condiciones 
fotoautotróficas en medio mínimo (Moreno y Spreitzer, 1999). Aun así, es 
posible que esta limitación cinética pudiera manifestarse en condiciones de 
alta luminosidad, en la que la actividad de la Rubisco pasara a gobernar el 
ritmo de fijación fotosintética. No obstante, pueden existir otras razones 
adicionales o alternativas para la conservación de la Cys172. Quizá es 
precisamente la capacidad de actuar como un interruptor activado por la 
oxidación, formando parte de un diseño más amplio de control redox de la 
fijación de CO2 y recambio de la Rubisco, lo que ha evitado la sustitución de 
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1. OBTENCIÓN DE CRISTALES DE RUBISCO 
Para determinar la base estructural de las propiedades de las Rubiscos 
Resultados  y discusión                                                                                                . 
Por otro lado, también se probaron diversas estrategias para la 
obtención de cristales de Rubisco silvestre modificada con arsenito en 
condiciones reductoras, oxidada con cistamina, o incluso modificada con 
diferentes relaciones redox (r) cistamina/cisteamina. Para ello se intentó 
cristalizar la Rubisco modificada, modificar la proteína una vez cristalizada 
pasando el cristal a una gota equilibrada con los reactivos, y promover el 
crecimiento de microcristales en presencia de los modificadores. Aunque se 
obtuvieron algunos cristales, ninguno difractó a una resolución suficiente 
para poder obtener la estructura.  
 
2. DETERMINACIÓN DE LA ESTRUCTURA DE LOS MUTANTES C172S 
Y C192S 
En primer lugar se analizaron los cristales de los mutantes C172S y 
C192S a 2,9 y 2,6 Å de resolución respectivamente. Después se pudo mejorar 
la resolución a 2,3 Å de la estructura del mutante C172S al analizar un nuevo 
cristal. Las dos estructuras del enzima C172S fueron muy similares, por lo 
que se mostrará únicamente el resultado obtenido con los datos de mayor 
resolución. El análisis de los datos y determinación de la estructura se realizó 
en colaboración con el grupo de la Dra.Inger Andersson (Universidad 
Agrícola Sueca en Uppsala). 
Para el procesado de los datos se utilizaron los programas DENZO-
SCALEPACK. En ambos casos, la celda unidad presentaba simetría p21 con 1 
molécula por unidad asimétrica. Como ya se disponía de las fases de la 
proteína silvestre, se realizó reemplazamiento molecular para la obtención de 
las fases. Se utilizó el programa REFMAC v.5 (Murshudov et al., 1997) para el 
refinamiento usando una función de máxima probabilidad con restricciones 
en la simetría no cristalográfica para las ocho copias de la subunidad grande y 
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pequeña de la unidad asimétrica y se añadieron las moléculas de agua. Se 
realizó un refinamiento iterativo realizando múltiples ciclos de cálculo de 
nuevos mapas de densidad electrónica y construcción del modelo hasta que el 
modelo construido fue consistente con los datos observados. El proceso se 
siguió mediante los indicadores Rfactor, Rlibre y otros parámetros estructurales 
que indican si el modelo es químicamente, esteroquímicamente, y 
conformacionalmente razonable. Los datos cristalográficos y la estadística del 
refinamiento de las estructuras de los enzimas mutados se resumen en la tabla 
I.  
Los bajos valores de Rcrist y Rlibre, las pequeñas desviaciones de la 
geometría ideal, y la escasez de puntos anómalos en el diagrama de 
Ramachandran son factores que indican la calidad de la estructura. 
Los mapas iniciales de densidad electrónica, calculados después de una 
ronda de refinamiento, mostraron claramente la presencia de los residuos 










Fig.2. Mapa de densidad electrónica para los mapas ponderados sigma 
A (2mFo-DFc en gris y mFo-DFc en rojo) alrededor del residuo mutado 


























 C172S C192S 
A. Obtención de los datos  
Haz ID 14-3 (ESRF) I711 (MAX-lab) 
Longitud de onda (Å) 0,931 1,098 
Grupo espacial  P21 P21 
Dimensiones de la celda   
                            a; b; c (Å) 120,2; 178,3; 122,6 120,8; 178,2; 122,9 
                                     β(º) 117,9 117,8 
Número de reflexiones   
                                 medidas 2.183.919 1427.251 
únicas 240.796 133.813 
Completitud %  89,8 (89,8) 88,8 (88,2) 
Mosaicidad 0,65 0,95
I/σ 7,7 (1,9) 10,4 (3,2
Rmerge  0,156 (0,436) 0,1 (0,327
 
B. Estadísticas del refinamiento 
Rango de resolución (Å) 25-2,3 25-2,65 
R-factor  0,183 0,204 
Rlibre  0,220 0,244 
Factor B Wilson Bw (Å2) 19,5 41,5 
Número de moléculas y  átomos 
refinados 
  
átomos de proteína 38236 38292 
moléculas de CABP 8 8 
átomos de Mg+2 8 8 
moléculas de agua 1842 1681 
moléculas de etilenglicol 58 43 
Desviación r.m.s del ideal   
longitud de enlace (Å ) 0,013 0,018 
                 longitud de ángulo (º) 1,3 1,9 
Diagrama de Ramachandran   
más favorecidos (%) 92,7 90,9 
adicionalmente permitidos (%) 6,6 8,6 
generosamente permitidos (%) 0,5 0,3 






Tabla I. Datos estadísticos del refinamiento, procesado y recolección de 
los datos. Los números entre paréntesis indican los valores obtenidos con los 
datos de mayor resolución. Rmerge  se calculó como  ΣhΣi | Ii (h) - < Ii (h)>| / ΣhΣi 
Ii (h), donde I es la intensidad observada e < I>  es la intensidad media de la de 
la reflexión h. Y el factor R se calculó como Σhkl | |Fo| - |Fc| | / Σhkl  |Fo| donde Fo 
y Fc son las amplitudes de los factores de estructura observados y calculados, 
respectivamente. El diagrama de Ramachandran se calculó usando el programa 
PROCHECK (Laskowki et al, 1993). 
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 El modelo final después del refinamiento consistió en 8 subunidades 
grandes, 8 subunidades pequeñas, 8 iones Mg+2, 8 moléculas del análogo de 
transición CABP y un número de moléculas de agua y del crioprotector 
etilenglicol. La estructura L8S8 consistía en 8 grupos L1S1 relacionados por 
simetría no cristalográfica (4:2:2). El mapa de densidad electrónica final 
define los residuos 11-475 (del total de 475 residuos) de la subunidad grande 
y los residuos 1-140 (del total de 140 residuos) de la subunidad pequeñas en 
ambos mutantes. En todas las subunidades del hexadecámero se observó una 
densidad electrónica completa para estos residuos. Esto indica que la simetría 
no cristalográfica se cumple estrictamente como ya se había observado para 
el enzima silvestre (Taylor et al., 2001). La región N-terminal de la 
subunidad grande es una zona muy flexible y por tanto es difícil obtener la 
información total de esta zona. En algunas cadenas de la subunidad grande 
de las estructuras C172S y C192S, la densidad electrónica definió los residuos 
8-10, pero los residuos 1-8 no fueron resueltos debido a su alta movilidad. 
En las estructuras de los enzimas mutantes se observó claramente el 
grupo carbamilo en la Lys201 y también se pudo observar la modificación de 
residuos (hidroxiPro 104 y 151 y metilCys 256 y 369) característica del 
holoenzima de C. reinhardtii (Taylor et al., 2001; Mizohata et al., 2002). 
La superposición de las estructuras C172S y C192S con la silvestre no 
mostró, en general, grandes diferencias de estructura. Las desviaciones 
cuadráticas medias calculadas usando los algoritmos del programa O para 
todos los átomos Cα del enzima C172S y C192S fueron de 0,314 y 0,194 Å 
respectivamente. El análisis del centro activo y de las interacciones entre el 
CABP y los residuos que le rodean no puso de manifiesto diferencias notables 
entre los mutantes (C172S y C192S) y el enzima silvestre. En la fig.3 se 
muestra la superposición de los centros activos. 
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Fig.3. Diferencias estructurales alrededor de los residuos 172 y 192 y el 
centro activo en los mutantes C172S (A) y C192S (B) (en azul) relativas 
al silvestre (1GK8) (en verde). Superposición estereoscópica realizada con el 
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Una inspección más detallada de la comparación de las estructuras 
revela que la cadena principal de los residuos 170 a 174 está desplazado unos 
0,4 Å en la estructura del C172S comparada con la estructura del silvestre. 
Este desplazamiento es mayor que la desviación media para esta hebra β 
(hebra β1 del barril α/β) y también mayor que el de la media de todas las 
hebras del barril α/β (media del desplazamiento 0,2Å) (fig.4). Este tipo de 
desplazamiento ya se había observado también en la estructura de C172S 
obtenida a 2,9Å de resolución, por lo que no parece ser un artefacto del 

















Fig.4. Desplazamiento de la hebra β1 en el mutante C172S relativo al 
enzima silvestre. Se muestra el trazo Cα mostrando las hebras del barril α/β. 
En el enzima silvestre (1GK8) los átomos de carbono se muestran en azul, y los 
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La distancia entre los átomos de azufre de los residuos 172 y 192 en la 
estructura del enzima silvestre es de 3,9 Å. Esta distancia y la posición 
relativa de las dos cisteínas no parecen compatibles con la conformación 
requerida para la formación de un enlace disulfuro. En la estructura de los 
mutantes C172S y C192S, las distancias entre el oxigeno y el azufre (Cys172-
Ser192, Ser172-Cys192) son incluso algo mayores, 4 Å, en ambos casos. 
Otra región que muestra una pequeña variación estructural entre los 
enzimas C172S, C192S y el enzima silvestre es la localizada entre los residuos 
438 y 466 (sobre todo los residuos 450 y 451 y algunas cadenas laterales). Esta 
región está localizada entre la hélice α8 del barril α/β y el extremo C-
terminal flexible que se cierra sobre el centro activo durante la catálisis. En 
esta región se hallan las cisteínas 449 y 459. La distancia entre los átomos de 
azufre de las cisteínas 449 y 459 (2,0 Å) y sus conformaciones en el enzima 
silvestre (estructura 1GK8) son ideales para la formación del disulfuro 
(Taylor et al., 2001). Sin embargo, este par de cisteína está más distanciado 
en los mutantes, 2,9 Å en C192S y 2,4 Å en C172S (fig.5). Por tanto, la 
sustitución de la Cys172 o la Cys192 podría provocar un cambio estructural 
que se propagaría a través de unos 19Å al dominio C-terminal de la 






















Fig.5. Región de los residuos Cys449 y Cys459 en el enzima silvestre 
(1GK8) y en el mutante C172S. El enzima silvestre se muestra en azul, y 
los átomos del enzima C172S se muestran en amarillo. En los mutantes 
C172S y C192S la distancia entre los átomos de azufre es de 2,4 Å y 2,9 Å 





Las proteínas mutantes analizadas presentan unicamente cambios de 
cisteínas por serinas a nivel de secuencia, lo que implica la sustitución de un 
único átomo, de oxígeno por azufre. El objetivo de estas mutaciones era 
eliminar las propiedades redox características del grupo tiol sin afectar 
notablemente a la estructura y función enzimática de la Rubisco. En este 
sentido, la determinación de las estructuras de los mutantes C172S y C192S 
demuestra que los cambios conformacionales son mínimos. Sin embargo, 
algunas de las propiedades distintivas (no redox) de la proteína C172S (mayor 
termosensibilidad, alteración de los parámetros cinéticos) deben tener una 
base estructural, que podría residir en el ligero cambio observado. 
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El residuo Cys172 está localizado en el medio de la hebra β1 del barril 
α/β de la subunidad grande. La Cys172 se encuentra muy cerca del centro 
activo: su Cα está a 8,12Å del ion Mg+2, la distancia Cα-P1CABP es 7,31Å y la 
Cα-O2P1CABP es 6,05Å (fig.3). Además, se encuentra a menos de 6Å de los 
residuos Thr173 (que interacciona con el sustrato), Gly403 y Gly404 (que 
unen P1) y de la Lys201carbamilada (encargada de complejar el Mg+2 y unir el 
CO2 activador). Debido a su posición, la sustitución de la Cys172 podría 
afectar indirectamente a residuos del centro activo. Tales perturbaciones, 
aunque sutiles, podrían tener notables consecuencias para la cinética de la 
reacción. De hecho, la sustitución de cualquiera de los dos residuos 
flanqueantes, Gly171 o Thr173, en la Rubisco de C. reinhardtii, anula la 
actividad carboxilasa (Spreitzer, 1993). El análisis de difracción de rayos X 
del mutante C172S indica que la sustitución por serina en la posición 172 
causa un cambio significativo de la cadena principal de los átomos de la 
hebra β1 del barril α/β. Este cambio es probable que perturbe la geometría 
del centro activo así como la posición individual de los residuos del centro 
activo. En concreto, es probable que el desplazamiento de la hebra β1 afecte 
a las interacciones de la Thr173, que establece un puente de hidrógeno con el 
hidroxilo del C2 del sustrato en la forma enodiol (Li 2005 et al.,) y de la 
Lys175 (situada en el extremo de dicha hebra), la cual participa como aceptor 
secundario del protón para generar la forma reactiva enediolato de RuBP 
(Cleland et al., 1998).  
Se ha observado que otras sustituciones en la zona cercana a las Cys172 
y Cys192, pero alejadas del centro activo, también afectan a la 
termosensibilidad y los parámetros cinéticos de la Rubisco (Smith y Tabita, 
2004). La Gly179 está localizada en un tramo de 7 aminoácidos muy 
conservados que forman el lazo entre la hebra β donde está la Cys172 y la 
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hélice α donde está la Cys192, cerca de la interfaz entre las subunidades 
grandes. La sustitución del residuo equivalente en Synechococcus por 
aspártico o asparagina afecta a la actividad carboxilasa del enzima, y a la 
afinidad por el CO2 y por RuBP, pero el factor de especificidad no se altera. 
Los cambios en esta región parecen afectar a la interfaz entre las dos 
subunidades, y se traducen en cambios conformacionales, que afectan a la 
estabilidad térmica y parámetros cinéticos del enzima. 
Por otro lado, el residuo Cys192 que está localizado en la hélice α1 del 
barril α/β, se encuentra más alejado del centro activo, pero relativamente 
cerca de algunos residuos relevantes: a 7Å de la Thr173 y la Gly404 y a 8Å de 
la Lys175, la Lys201 carbamilada y la Gly403 (fig.6). Sin embargo, la 
mutación C192S no provoca cambios estructurales detectables alrededor del 
centro activo y, consecuentemente produce menores alteraciones en las 


























Fig.6. Localización de las Cys172 y Cys192 en relación al análogo del 
sustrato (CABP) y a otros residuos relevantes del centro catalítico del 
enzima silvestre.  
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Por último, no se puede descartar la posibilidad de que los cambios 
estructurales responsables de la variación de los parámetros cinéticos no sean 
perceptibles en las estructuras determinadas, bien por la presencia de CABP 
(un análogo no metabolizable del sustrato que facilita la visualización de las 
interacciones relevantes para la catálisis y ayuda a la cristalización, pero que 
también fija el centro catalítico en sólo una de sus posibles conformaciones), 
o bien porque dichos cambios residen en pequeñas diferencias solo 
detectables en una estructura obtenida a gran resolución. De hecho, algunos 
resultados obtenidos con el mutante C192S y descritos en el capítulo anterior 
(como los referentes al análisis cinético de la proteolisis con subtilisina o a la 
movilidad electroforética anómala en condiciones nativas) indican la 
existencia de alguna alteración conformacional, que no ha sido detectada en 
la estructura obtenida por difracción de rayos X en las condiciones realizadas 
y al nivel de resolución alcanzado. 
 El análisis de las estructuras de las Rubiscos de diferentes especies 
muestra que las Cys172 y Cys192 de la subunidad grande están próximas, 
aunque en la mayoría de los casos no lo suficientemente cercanas para que se 
establezca un puente disulfuro (Andersson y Taylor, 2003). En el caso 
concreto de C.reinhardtii la estructura de Rubisco silvestre (Taylor et al., 
2001; Mizohata et al., 2002) muestra la presencia de cisteínas libres 172 y 192 
en el mapa de densidad electrónica. Además, la geometría de las cisteínas en 
la Rubisco activada no es adecuada para el establecimiento de un puente 
disulfuro (fig. 6). Por tanto, la formación del enlace disulfuro en condiciones 
oxidativas requeriría un desplazamiento significativo del esqueleto peptídico 
de los residuos. De hecho, se sabe que la modificación oxidativa de cisteínas 
inducen cambios conformacionales en la Rubisco (Marín-Navarro y Moreno, 
2003). Además, el enlace disulfuro entre la Cys172 y Cys192 parece ser 
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posible cuando la Rubisco está decarbamilada, como se observó en el enzima 
inactivo de tabaco (Curmi et al., 1992). En este sentido, la presencia del 
CABP unido al enzima carbamilado durante la cristalización podría 
condicionar la estructura dificultando el posible puente disulfuro. Por todo 
ello, no se puede descartar la formación en determinadas condiciones de un 
puente disulfuro entre Cys172 y Cys192 tal como se ha postulado en el 
capítulo anterior. El establecimiento de este enlace disulfuro podría tener, en 
principio, relevancia estructural, catalítica y/o reguladora. Los resultados del 
capítulo anterior sugieren, sin embargo, que el presunto puente disulfuro no 
afecta sensiblemente a la actividad y tampoco contribuye de forma notable a 
la estabilidad estructural. Algunos autores han propuesto que la oxidación de 
la Cys172-Cys192 podría ser la responsable del cambio de conformación que 
provoca la exposición de una región con similitud a dominios de unión a 
RNA (Yosef et al., 2004). Esta zona de unión se encuentra localizada en la 
interfaz entre el dominio N-terminal (1-150) y el lazo formado por los 
residuos 354 a 364 del dominio C-terminal y se ha propuesto que su 
exposición en condiciones oxidantes podría detener la traducción al unirse a 
su mensajero (Yosef et al., 2004). El examen de la estructura de nuestros 
mutantes indica que la sustitución de la Cys172 o Cys192 no parece afectar a 
la conformación de esta zona, al menos en las condiciones reductoras en las 
que se obtuvieron los cristales. 
Es posible incluso que las propiedades redox se vean afectadas por 
cambios estructurales a larga distancia. Así, la sustitución de la Cys172 o 
Cys192 produce en ambos casos un alejamiento de los átomos de azufre de 
otra pareja de cisteínas, la Cys449 y Cys459, localizados a unos 2nm del 
residuo sustituido. El distanciamiento de estas cisteínas es probable que afecte 
a su potencial redox y a la capacidad de establecer un enlace disulfuro entre 
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ellas. Por tanto, se podría postular la existencia de una conexión estructural 
entre ambos centros redox y, consecuentemente, cabría la posibilidad de que 
algunos de los efectos redox producidos por la mutación C172S y C192S se 
debieran en realidad a la alteración de las propiedades redox de los residuos 
Cys449 y Cys459. Sin embargo, el estudio de los mutantes C449S, C459S y 
C449S/C459S (Marín-Navarro, 2004) y la utilización de éstos como control en 
algunos experimentos de esta tesis, descarta esta posibilidad. Por otro lado, el 
análisis de las distintas estructuras descritas de Rubisco de C. reinhardtii 
(enzima silvestre y diferentes mutantes) y de otras especies demuestra una 
enorme variabilidad de la distancia entre la Cys449 y la Cys459, mucho 
mayor que la observada entre la Cys172 y la Cys192 (tabla II).  
Esta variabilidad se pone de manifiesto incluso entre las dos estructuras 
descritas para la Rubisco silvestre de C. reinhardtii (códigos PDB 1GK8 y 
1IR2) (fig.7). A diferencia de la estructura 1GK8, en la que las Cys449 y 
Cys459 se hallan enlazadas, en la estructura 1IR2, los azufres de los residuos 
Cys449 y Cys459 se encuentran a 3,47 Å (tabla II), distancia no compatible 
con el establecimiento de un puente disulfuro. Por tanto, la mayor distancia 
entre Cys449 y Cys459 observada en los mutantes C172S y C192S respecto a 
la estructura del enzima silvestre con el que se compara (1GK8) parece ser 
debida a la variabilidad conformacional inherente de esta zona. Esta 
variabilidad podría ser resultado de la posible influencia de las condiciones de 
cristalización (Karkehabadi et al., 2005) o del efecto fotorreductor de los 


























 Distancia S-S (Å)      
Rubisco 172-192 449-459 Reductor Ligando Ion 
Grupo 
espacial Fuente Ref. 
C.reinhardtii         
wt GK8) 3,86 2,02 DTT CABP Mg+2 C2 ESRF (Taylor et al., 2001) (1
wt IR2) 3,90 3,47 DTT CABP Mg+2 P21 PF (Mizohata et al., 2002)  (1
C172S 4,06(O-S) 2,41 β-EtSH CABP Mg+2 P21 ESRF  
C192S 4,05(S-O) 2,91 β-EtSH CABP Mg+2 P21 Lund  
ABSO (1UZD) 3,71 2,85 β-EtSH CABP Mg+2 P21212 ESRF (Karkehabadi et al., 2005) 
ABAN 
(1 ZH) 3,86 2,04 β-EtSH CABP Mg
+2 P21212 ESRF 
(Karkehabadi 
et al., 2005) U
L290F 
(1UWA) 3,76 2,07 β-EtSH CABP Mg
+2 P21 Lund  
L290F/A222T 
(1 W9) 3,85 3,44 DTT CABP Mg
+2 P21 ESRF  U
Espinaca 
R2) 3,97 - DTT CABP Mg
+2 C2221 PF 
(Mizohata et 
al., 2002) (1I
Tabaco         
(3RUB) 2,13 3,33 ? - SO-4 I422 NSLS (Curmi et al., 1992) 
(1EJ7) 3,12 3,77 β-EtSH - PO-4 I422 Nonius (Duff et al., 
2000) 
(1RLC) 2,48 3,26 ? CABP - I423 CuKα (Zhang et al., 
1994) 
(4RUB) 3,58 2,37 ? CABP Mg+2 P3121 NSLS (Suh et al., 
1987) 
Arroz 
(1WDD) 3,83 3,55 ? CABP Mg
+2 I4 PF  
         
Tabla II. Condiciones de cristalización y distancias entre los azufres 
de las Cys449 y Cys459, y de las Cys172 y Cys192 en diferentes 
estructuras de Rubisco. En azul  se muestran las distancias en las que se 
postula el establecimiento de un puente disulfuro entre esas cisteínas. 
 
Por último, cabe destacar que la estructura del doble mutante 
C172S/C192S parece ser distinta ya que no se consiguió cristalizar en las 
condiciones en las que se obtuvieron cristales para el enzima silvestre y el 
resto de mutantes. Por tanto, el comportamiento de este enzima podría 
estar condicionado, no sólo por la doble sustitución de las cisteínas, sino 
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también por un cambio estructural particular. El análisis del 
comportamiento redox y de la cinética de proteolisis del doble mutante 


















Fig.7. Desplazamiento de los residuos 438-466 en las estructuras 
silvestres. Se muestra coloreado en código de colores CPK (oxígenos en rojo, 
nitrógeno en azul, azufres en verde, carbonos en blanco) la estructura 1IR2 y en 
azul según la desviación cuadrática media (una gama de azul más claro indica 
mayor desviación) la estructura 1GK8. La desviación cuadrática media de la 
superposición del Cα es de 0,59Å, mientras que la de todos los átomos es de 1,4Å. 
Se identifican los residuos donde se observa mayor desplazamiento. 









Í I I                            CAP TULO I                                . 
ESTUD O DE LA RESPUESTA DE LOS MUTANTES A 





















                                                                                                  Resultados y discusión 
 Para estudiar la función in vivo de los residuos Cys172 y Cys192 en 
condiciones que inducen la degradación de Rubisco, se escogió por una parte 
un estrés oxidativo inducido por diamida 2mM, que actúa específicamente 
sobre los grupos sufhidrilo, y un estrés más general (estrés salino con NaCl 
0,3M) de carácter iónico y osmótico, pero que produce también 
indirectamente efectos oxidativos. El agente oxidante de grupos sulfhidrilo 
diamida (1,1'-azobis(N,N-dimetilformamida)) penetra en la célula y causa 
estrés oxidativo al convertir el glutatión intracelular de la forma reducida a la 
oxidada (Kosower y Kosower, 1995). La diamida induce la oxidación de gran 
cantidad de proteínas (Ghezzi et al., 2002).Reacciona con los grupos –SH, 
dando complejos Proteína-S-diamida, que después  se combinan con el GSH 
para producir disulfuros Proteína-S-SG (Di Simplicio et al., 1996). El estrés 
salino, provoca a su vez un estrés osmótico que promueve la oxidación de 
grupos sulfhidrilo de Rubisco in vivo (Ferreira y Shaw, 1989). Además, el 
estrés salino provoca en los cloroplastos un aumento en el contenido de H2O2 
y de la peroxidación de lípidos, característicos de un estrés oxidativo 
(Hernández et al., 1995). 
  
1. ESTUDIO DE LA RESPUESTA DE LOS MUTANTES SOMETIDOS A 
ESTRÉS SALINO
 En el cultivo revertiente, el nivel de Rubisco se redujo a la mitad tras 
4,5h de tratamiento con NaCl 0,3M. Después de 10h de estrés, la Rubisco 
había desaparecido prácticamente de las células revertientes (fig.1A). La 
desaparición de las proteínas totales fue más lenta, llegándose a degradar solo 
el 60% de las proteínas a lo largo de las 10h de estrés (fig.1B). La cinética de 
degradación de las proteínas fue más rápida a tiempos iniciales y a partir de 
las 6h se ralentizó el proceso. Al representar la relación de Rubisco/proteínas 
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totales se observó una disminución progresiva de esta relación. Ello indica 
que la Rubisco de células revertientes sufrió una degradación preferente 
respecto al resto de proteínas, tal y como se había descrito para otros estreses. 
El contenido de clorofilas apenas disminuyó un 30% en el mismo intervalo 
(fig. 1C). Esto indica que en el tiempo de estrés estudiado no se produjo un 
























































































Fig. 1. Seguimiento del estrés provocado por NaCl 0,3 M en las cepas 
revertiente ( ), C172S ( ), C192S (  ) y doble mutante C172S/C192S ( ). (A) 
Degradación de Rubisco medida como la desaparición de la subunidad grande. (B) 
Degradación de proteínas. (C) Desaparición de clorofilas totales (D) Relación contenido 
Rubisco/proteína totales. Se representa la media ± el error estándar de la media de las réplicas 
(21 del revertiente, 9 del C172S, 15 del C192S y 18 del C172S/C192S) expresada como 
porcentaje de la cantidad inicial de cada parámetro analizado. La concentración celular inicial  
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La cinética de desaparición de proteínas totales y clorofilas en los 
mutantes C172S, C192S, C172S/C192S no mostró diferencias significativas 
respecto al revertiente (fig. 1B y D). Esto muestra que en todos los casos se 
produjo un estrés similar. Sin embargo, sí que se hallaron diferencias entre 
alguno de los mutantes y el revertiente en cuanto a la velocidad de 
desaparición de Rubisco. En particular, el mutante C172S mostró un retraso 
considerable en la degradación de Rubisco, manteniendo el 50% de Rubisco 
después de 7h de tratamiento (frente a las 4,5h del revertiente) (fig.1A). A las 
10h de estrés, el mutante C172S aun contenía un 20% de la Rubisco. La 
menor velocidad de desaparición de la Rubisco en el mutante C172S dio lugar 
a una cierta estabilidad de la relación entre Rubisco y proteínas totales (fig. 
1C). En concreto, hasta las 8h de estrés, la Rubisco C172S se degradó al 
mismo ritmo que el conjunto de proteínas totales, y sólo a partir de entonces 
se observó una cierta preferencia en la degradación de la Rubisco.  
Por otro lado, la Rubisco de los mutantes C192S y C172S/C192S 
desapareció a un ritmo similar o ligeramente superior a la Rubisco revertiente 
(fig. 1A y D).  
Por tanto, la sustitución de la Cys172 (en el mutante C172S) provoca 
un retraso en la degradación preferente que sufre la Rubisco en este tipo de 
estrés, al igual que se observó en un trabajo previo (Moreno y Spreitzer, 
1999). Ello sugiere una implicación directa de la Cys172 en la regulación de la 
degradación específica en el estrés salino. Sin embargo, la doble sustitución 
de la Cys172 y Cys192 (cepa doble mutante) no provocó este retraso en la 
degradación, hecho que podría estar condicionado por las aparentes 
alteraciones estructurales que se deducen de las diferencias de 
comportamiento mostrado por el enzima doble mutante en ensayos in vitro, 
tal como se ha descrito en capítulos anteriores. 
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2. ESTUDIO DE LA RESPUESTA DE LOS MUTANTES A ESTRÉS 
OXIDATIVO INDUCIDO POR DIAMIDA 
El tratamiento con diamida 2mM produjo una disminución 
progresiva del contenido en Rubisco de las células (fig.2). En el caso del 
cultivo revertiente, el contenido en Rubisco se redujo a la mitad al cabo de 
unas 2,5h, desapareciendo totalmente en 7h (fig.2A). El contenido de 
proteínas disminuyó más lentamente que el de Rubisco, llegando a un 60% 
del contenido de proteínas iniciales al final del estrés en las células 
revertientes (fig.2B). Como resultado de ello, la Rubisco revertiente 
experimentó una degradación preferente respecto al resto de proteínas, tal 
como ocurría para el estrés salino y se ha descrito para otros estreses (García-
Ferris y Moreno, 1994; Marín-Navarro, 2004). 
En el caso de los mutantes, los tres tipos celulares se comportaron de 
una manera similar, mostrando una pérdida de Rubisco menor que el 
revertiente a lo largo del estrés. Al cabo de 7 horas desapareció 
aproximadamente el 70% de la Rubisco presente inicialmente (fig.2A). El 
contenido de proteínas totales mostró una evolución similar en los cultivos 
mutantes y revertiente (fig.2B). Esto parece indicar que los cultivos mutantes 
respondieron globalmente al tratamiento de igual modo que el cultivo 
revertiente. El cálculo de la relación de Rubisco a proteína total muestra que 
en los mutantes C172S, C192S y C172S/C192S la degradación de Rubisco fue 
semejante a la degradación media de las proteínas. Sólo en los últimos 
tiempos, a partir de 6h, se empieza a apreciar una degradación específica de 







































































Fig.2. Seguimiento del estrés oxidativo provocado por diamida 2mM en las 
cepas revertiente  ( ), C172S ( ), C192S ( ) y doble mutante C172S/C192S 
( ). (A) Degradación de Rubisco medido como la desaparición de la subunidad 
grande. (B) Degradación de proteínas. (C) Relación contenido Rubisco/proteína 
totales. Se representa la media ± la desviación estándar de la media de nueve 
réplicas (triplicados de tres experimentos) expresada como porcentaje de la 
cantidad inicial de cada parámetro analizado.  
 
Además, se comparó la señal correspondiente a la subunidad grande 
de Rubisco en el inmunorevelado de muestras tomadas a lo largo del estrés y 
resuspendidas en tampón de carga de electroforesis con y sin β-EtSH (fig. 3). 
En condiciones reductoras (con β-EtSH) se detectó una acumulación 
progresiva de agregados de alto peso molecular y de fragmentos de 
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degradación procedentes de la subunidad grande a medida que ésta 
desaparecía (fig.3A). Para poder detectar mejor la formación de estos 
agregados se cargó una cantidad 20 veces mayor de lo habitual lo que produjo 
la saturación de la señal correspondiente a la subunidad grande libre en la 
mayor parte de los tiempos (fig.3B). En condiciones no reductoras se observó 
la desaparición de la subunidad grande de la Rubisco y la aparición de 
agregados de alto peso molecular a partir de las 3h (fig.3C). Gran parte de los 
agregados que se detectan en estas condiciones están causados por la 
oxidación de cisteínas ya que desaparecieron al añadir un agente reductor (β-
EtSH) (fig.3A). La comparación de los electroferogramas en condiciones 
oxidantes y reductoras muestra una pérdida de la señal de la Rubisco en los 
primeros a partir de las 3h, lo que sugiere la formación de agregados de muy 
alto peso molecular que no llega a penetrar en el gel resolutivo. 
La subunidad grande de la Rubisco del revertiente desaparece más 
rápidamente que la de los mutantes (fig. 3A y fig.2A), pero, en cuanto a la 
formación de agregados de alto peso molecular, no parecen encontrarse 
diferencias cualitativas entre las diferentes cepas a los tiempos mostrados 
(fig.3A y B). Tampoco existen diferencias considerables en la aparición de las 
formas de Rubisco oxidada a lo largo del tiempo. Aunque se puedan apreciar 
pequeñas diferencias, al comparar el resultado de todos los experimentos se 
concluyó que todas las Rubiscos mutantes se oxidaban y agregaban a un ritmo 
































Fig. 3. Efecto de la diamida en la desaparición, oxidación y 
polimerización de la Rubisco in vivo en los mutantes C172S, C192S y 
C172S/C192S (DM79) comparado con el silvestre. Se muestran los 
inmunorevelados de la Rubisco donde se visualiza la desaparición progresiva de la señal 
de la subunidad grande (LS) y la formación de agregados en condiciones reductoras (A) y 
no reductoras (B). La formación de agregados en condiciones reductoras se detectó mejor 
al cargar las muestras 20 veces más concentradas (C). Se indican con flechas la subunidad 
grande y los agregados de la Rubisco. 
 
Por otra parte, la detección de fragmentos de degradación, además de 
agregados de alto peso molecular, parece indicar que la desaparición de la 
Rubisco es debida a la combinación de procesos de polimerización y de 
proteolisis. Es difícil determinar qué parte de la desaparición de la Rubisco 
observada es debida a agregación o a degradación. La cuantificación de los 
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agregados y comparación con la cantidad de subunidad grande puede 
conducir a errores ya que estos complejos tienen una menor eficiencia de 
transferencia y, además, podría ser que no reaccionen igual con el anticuerpo 
primario. En cualquier caso, no se apreciaron diferencias cualitativas en la 
formación de agregados entre todas las cepas, en los diversos experimentos 
analizados.  
El efecto de las mutaciones en la degradación de Rubisco inducida 
por diamida pone de manifiesto una cierta redundancia en la función de los 
residuos mutados en este tipo de estrés, ya que la ausencia de cualquiera de 
las dos cisteínas (cepas C172S y C192S) tiene el mismo efecto, y éste no es 
aditivo al eliminar los dos residuos (cepa C172S/C192S). Por tanto, las Cys172 
y/o Cys192 parecen ser responsables, en parte, de la degradación preferente 
de la Rubisco respecto al resto de proteínas en el estrés inducido por diamida. 
Aun así, en las cepas mutantes la Rubisco no desapareció exactamente al 
mismo ritmo que las proteínas totales, lo que indicaría la participación de 
otros factores en la degradación preferente de la Rubisco en este estrés 
oxidativo. 
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3. EVOLUCIÓN DE LA FIJACIÓN FOTOSINTÉTICA DE CARBONO 
DURANTE EL ESTRÉS POR DIAMIDA 
Con objeto de evaluar el impacto funcional del tratamiento con 
diamida sobre la actividad de la Rubisco, se estudió la evolución de la fijación 
fotosintética de CO2 de las diferentes cepas durante el estrés. 
En ausencia de estrés, la velocidad de fijación de CO2 dependiente de 
luz fue distinta para el revertiente y los mutantes (fig.4). El cultivo 
revertiente fijó a una velocidad superior que el resto de mutantes. El mutante 
C172S control presentó una actividad equivalente al 86% de la actividad del 
cultivo revertiente, mientras que la del cultivo C192S fue más parecida a la 
del revertiente (92%) y la del cultivo doble mutante fue bastante inferior 
(60% de la actividad del revertiente) (fig.4). Estos valores relativos de 
actividad son paralelos a los determinados in vitro para la Rubisco purificada, 
aunque ligeramente superiores (C172S, C192S, C172S/C192S presentaban el 
70%, 80% y 42% respectivamente de la actividad del enzima revertiente en 
condiciones reductoras). Ello sugiere que la fijación de CO2 in vivo se midió 
en condiciones en las que se manifestaba una limitación por parte de la 
actividad intrínseca de la Rubisco. 
El tratamiento con diamida (a concentración final 1,12mM) produjo 
una reducción de la velocidad de fijación fotosintética de carbono en los 
cultivos revertiente, C192S y doble mutante a un 70% de la fijación en 
condiciones control (fig.4). Sin embargo, la presencia de diamida en el cultivo 
C172S apenas afectó a su fijación fotosintética, presentando un ritmo de 























































































































































































































































































































































































































































Fig.4. Fijación acumulada de CO2 a lo largo del tiempo en cultivos control 
(símbolos llenos) y en cultivos tratados con diamida 1,12mM (símbolos vacíos) 
de las cepas revertiente (A), C172S (B), C192S (C), C172S/C192S (D). Las 
barras de error representan la desviación estándar de la media de los 
duplicados de 4 experimentos independientes. Se muestra la pendiente del 
ajuste lineal de los datos. 
 
En paralelo a la medida de la actividad se tomaron muestras para 
seguir el contenido de la Rubisco en los cultivos sometidos a estrés con 
diamida. En las condiciones (de tiempo y concentración de diamida del 
ensayo) no se produjo una variación significativa en los niveles de Rubisco de 
los cultivos, ni tampoco se llegó a observar la polimerización del enzima en 
geles reductores (fig.5). Por tanto, la reducción de la fijación fotosintética del 
revertiente, C192S y doble mutante parece debido al efecto de la diamida 
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Fig.5. Evolución de la subunidad grande de la Rubisco en cultivos 
tratados con diamida 1,12mM. Se muestra el inmunorevelado de la 




Se ha demostrado que bajo condiciones extremas, incluyendo frío 
severo (Huner y Macdowall, 1978; Tenaud y Jacquot, 1987; Bruggemann, 
1995), estrés osmótico (Ferreira y Shaw, 1989; Ferreira y Davies, 1989), 
deficiencia de nutrientes (Ferreira y Teixeira, 1992; García-Ferris y Moreno, 
1994), estrés oxidativo (Mehta et al., 1992; Landry y Pell, 1993), estrés salino 
(Marín-Navarro, 2004) y estrés fotooxidativo (Cohen et al., 2005), la Rubisco 
se oxida (el número de tioles disminuye y el número de disulfuros aumenta) 
de forma paralela a la disminución de la actividad y a la degradación del 
enzima. La modificación oxidativa de Rubisco causa cambio estructurales in 
vitro que aumentan su susceptibilidad a proteasas inespecíficas (Marín-
Navarro y Moreno 2003). Además, la oxidación de Rubisco parece provocar la 
exposición de un dominio con capacidad de unión a RNA (Yosef et al., 2004). 
La detención de la traducción in vivo en condiciones de estrés podría estar 
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mediada por la unión de Rubisco ( a través de esta región) a su mensajero 
(Yosef et al., 2004). En estas condiciones oxidantes, el ensamblaje de Rubisco 
también se ve afectado probablemente por la oxidación de las cisteínas de la 
subunidad grande naciente que impediría su asociación con las chaperonas 
(Cohen et al., 2005). 
Para evaluar el papel de las Cys172 y Cys192 en la regulación de la 
actividad y degradación del enzima, se ha estudiado el efecto de dos estreses 
diferentes sobre las cepas de C.reinhardtii en las que estos residuos de la 
Rubisco han sido mutados. Se ha ensayado un estrés más general, salino, y 
otro inducido por diamida, dirigido directamente a oxidar los sulfhidrilos, y 
se ha analizado la desaparición de la señal de la subunidad grande de la 
Rubisco a lo largo del estrés. La disminución de la señal puede estar causada 
por procesos de degradación y/o polimerización, ambos característicos del 
catabolismo de la Rubisco.  
En el caso del estrés salino se detectó un retraso en la degradación de 
la Rubisco de la cepa C172S, tal como se había observado con el mismo 
mutante sometido a estrés osmótico u oxidativo (Moreno y Spreitzer, 1999). 
Este comportamiento también es coincidente con el de los mutantes de 
Synechocystis, en los que la privación de nitrógeno retrasaba la degradación 
de Rubisco en las cepas C172A y C172A/C192A, pero no en C192A (Marcus 
et al., 2003). Por tanto, cabe destacar el papel regulador que mantiene la 
Cys172 en ambos organismos a pesar de la distancia filogenética. En el caso 
del doble mutante C172S/C192S de C. reinhardtii, parece que las alteraciones 
estructurales asociadas a la doble mutación condicionan su fenotipo más allá 
de la sustitución de los residuos Cys172 y Cys192. Es posible que dichas 
variaciones conformacionales tiendan a incrementar el recambio, como se 
pone de manifiesto en el reducido nivel estacionario del enzima en las células 
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del doble mutante en ausencia de estrés. Así, la inestabilidad estructural 
podría compensar el posible efecto retardador del catabolismo producido por 
la ausencia de la Cys172 en condiciones de estrés.  
En el estrés por diamida, a diferencia del salino, todos los mutantes 
mostraron un mayor retraso en la degradación específica de la Rubisco. Esta 
respuesta indica que, ante un estrés específicamente dirigido a la oxidación de 
cisteínas, la ausencia de cualquiera de los dos residuos, Cys172 o Cys192, 
retrasa el catabolismo. Ello sugiere de nuevo la implicación de un posible 
puente disulfuro entre la Cys172 y Cys192 en la respuesta al estrés in vivo. La 
formación de este puente podría ser una de las señales desencadenantes de la 
degradación y, en su ausencia, se produciría un retraso del proceso catabólico. 
Esto es distinto a lo observado en el caso del estrés salino y otros estreses 
generales, en los que el efecto sobre la velocidad de degradación parecía 
depender exclusivamente de la presencia o ausencia del residuo de Cys172. La 
diferencia debe radicar en los diferentes mecanismos de percepción y 
transducción de la señal del estrés. Es posible, por ejemplo, que en el caso del 
estrés salino no se alcance el mismo grado de oxidación de las cisteínas de la 
Rubisco que en presencia de diamida. Así, el estado redox de la pareja 
Cys172-Cys192 no llegaría a vencerse hacia la formación del disulfuro. En 
este sentido, cabe destacar que, al tratarse de un enzima oligomérico, la 
Rubisco podría modular la respuesta a la oxidación de cisteínas. Por ejemplo, 
podría ser necesario que el par Cys172-Cys192 estuviera formando un 
disulfuro en un elevado número de subunidades del holoenzima para que se 
desencadenara la degradación. De esta forma, el enzima podría retardar la 
respuesta hasta alcanzar condiciones de oxidación extremas. Por otro lado, 
también es posible que la formación del disulfuro sea una señal de menor 
relevancia frente a otras generadas por el estrés sistémico, que 
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desencadenarían el catabolismo de la Rubisco por una vía alternativa en la 
que la presencia o ausencia de la Cys172 seguiría teniendo un papel 
determinante.  
El efecto del estrés por diamida sobre la fijación de CO2 muestra que 
la inhibición de la actividad de la Rubisco in vivo en este tipo de estrés 
depende de la modificación del residuo de Cys172. Ello está de acuerdo con la 
especial sensibilidad de la actividad enzimática a la oxidación de este residuo, 
tal como se concluyó de los experimentos de modificación de cisteínas in 
vitro (capítulo I). Sin embargo, el doble mutante muestra aquí de nuevo un 
comportamiento excepcional ya que se inactiva de forma similar al tipo 
silvestre. 
Todos estos resultados demuestran que los residuos de cisteínas 
estudiados, y particularmente la Cys172, juegan un papel relevante en los 
mecanismos que controlan la actividad enzimática y el catabolismo de la 
Rubisco durante los procesos de estrés. Asimismo, demuestran que es posible 
alterar la velocidad de degradación de la Rubisco n vivo - un proceso de 
importancia fisiológica que condiciona la redistribución de nutrientes en los 
organismos fotosintéticos - mediante mutagénesis dirigida de residuos 
críticos, que pueden ser utilizados como dianas para una manipulación del 






































                                                                                                              Conclusiones 
1. Se han obtenido las cepas mutantes C192S y C172S/C192S 
mediante mutagénesis dirigida y transformación estable del 
cloroplasto de C.reinhardtii. Dichas cepas son fotosintéticamente 
activas. 
 
2. El enzima C172S posee un factor de especificidad mayor que el 
silvestre, con unas constantes aparentes de Michaelis para el CO2 y 
O2 aumentadas. El enzima C192S presenta un factor de 
especificidad similar al silvestre y una menor velocidad de 
carboxilación. 
 
3.  El estudio del ensayo de la sensibilidad térmica, de los cambios en 
la sensibilidad proteolítica y de la movilidad del holoenzima en 
geles nativos indica que la sustitución de las Cys172 y/o Cys192 
afecta a la estructura de los enzimas.  
 
4. Se ha determinado la estructura tridimensional de la Rubisco de los 
mutantes C172S y C192S por cristalografía de rayos X. Como 
diferencia más significativa se ha detectado un desplazamiento de 
la hebra β1 del barril α/β en el enzima C172S en relación a la 
estructura del enzima silvestre. 
 
5. El enzima doble mutante presenta unas características singulares 
de acumulación celular, dificultad de cristalización, actividad 
enzimática, susceptibilidad proteolítica e inactivación en respuesta 
a agentes oxidantes que sugieren la presencia de alteraciones 
 159 
Conclusiones                                                                                                             . 
estructurales particulares diferentes a las de los mutantes C172S y 
C192S. 
 
6. La Rubisco C192S presenta una especial sensibilidad a la 
inactivación por agentes modificadores de grupos sulfhidrilo. Ello 
parece responder al carácter crítico de la modificación de la Cys172 
en la actividad enzimática y al efecto protector que sobre este 
residuo ejerce la Cys192. 
 
7. El mutante C172S sometido a estrés salino degrada la Rubisco de 
forma más lenta que la cepa silvestre o los demás mutantes. 
Además, bajo un estrés por diamida específicamente dirigido a la 
oxidación de los grupos sulfhidrilo, el mutante C172S se muestra 
resistente a la inactivación que sufren las demás cepas. Ello apunta 
a un papel singular del residuo Cys172 en la modulación del 
catabolismo de la Rubisco en respuesta a situaciones de estrés. 
 
8. En condiciones de estrés por diamida, todas las cepas mutantes 
(C172S, C192S y C172S/C192S) presentan una degradación 
retardada de la Rubisco por comparación con la cepa silvestre. Ello 
sugiere que, en estas condiciones de oxidación directa de los tioles 
celulares, la formación de un puente disulfuro entre la Cys172 y la 
Cys192 podría actuar como una señal condicionante de la 
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1. MEDIOS DE CULTIVO Y CONDICIONES DE CRECIMIENTO DE 
C.reinha d iir t  
 Los medios de cultivo utilizados para el crecimiento y mantenimiento 
de C. reinhardtii se basaron en el medio TAP (Harris, 1989) variando las 
concentraciones de K2HPO4 y KH2PO4, que fueron de 0,1434g/l y 0,0725g/l 
respectivamente, y la fuente de carbono que se añadió en forma de acetato de 
sodio (0,164 g/l) en lugar de ácido acético. Al medio preparado de esta forma 
se le denominó medio acetato. Alternativamente, se preparó un medio 
equivalente al anterior eliminando la fuente de carbono al que se denominó 
medio mínimo. Los medios sólidos se prepararon añadiendo Bacto-agar 
(Difco) (15g/l).  
Las cepas de Chlamydomonas reinha dtii utilizadas fueron la tipo 
silvestre 2137 mt
r
+ (Spreitzer y Mets, 1981), la cepa mutante 18-7G mt+ que 
posee una mutación sin sentido en el codón 66 de rbcL (Spreitzer y Ogren, 
1983), la cepa 25-B1 mt+ que contiene un inserto de 0,48kb en el sitio Pst I de 
rbcL interrumpiendo la pauta de lectura en el codón 418 (Newman et al., 
1991) y la cepa mutante C172S mt+ donde el residuo de cisteína 172 de la 
subunidad grande de la Rubisco está reemplazado por serina (Moreno y 
Spreitzer, 1999). Todas las cepas fueron mantenidas a 25ºC en oscuridad en 
un medio acetato sólido. 
La densidad celular se determinó a partir de una alícuota del cultivo en 
las que se detuvo el crecimiento con formaldehído al 0,037%, las células se 
contaron en una hemocitómetro Neubauer contando al menos mil células de 
cada muestra. En algunas ocasiones se usó un contador Coulter Z2 (con un 
diámetro de apertura de 100 μm). Para ello la muestra se diluyó en 10ml de 
tampón Isoton (Coulter) y antes del contaje se sonicó (3-4 pulsos 5s, 40W) 
para desaglomerar posibles agregados celulares. 
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Las cinéticas de crecimiento de los mutantes C192S y C172S/C192S se 
siguieron en paralelo a la del revertiente silvestre. Para ello se inocularon 
5.104 células/ml en dos tipos de medios: medio acetato (por duplicado) y 
medio mínimo. De los dos cultivos inoculados en medio acetato, uno de ellos 
se creció en oscuridad y el otro, en luz continua (suministrada por 3 tubos de 
30W a 30cm de los cultivos). En estas mismas condiciones de luz se crecieron 
los cultivos en medio mínimo. Todos ellos se mantuvieron a 28ºC con 
agitación orbital continua (120rpm). 
En los experimentos de estrés, los cultivos de los mutantes se crecieron 
en paralelo al revertiente. Los cultivos se inocularon por triplicado y se 
crecieron en medio acetato a 28ºC con agitación orbital e iluminación 
continua hasta alcanzar una densidad celular de unos 6-7·106 células/ml. 
Durante dos o más días los cultivos se diluyeron diariamente eliminando 2/3 
del volumen y sustituyéndolo por medio acetato. Antes de aplicar el estrés, se 
tomó una alícuota de cada uno de los cultivos para determinar la densidad 
celular, y se diluyeron todos ellos a 2,5·106 células/ml (en el caso del estrés 
con diamida) o a 5·106 células/ml (en el caso del estrés salino).  
Para la purificación de la Rubisco, C. reinhardtii se creció en medio 
acetato con luz, en matraces de 2l hasta alcanzar la saturación del cultivo 
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2 r t. OBTENCIÓN DE MUTANTES DE C. einhard ii
2.1. MUTAGÉNESIS DIRIGIDA DEL GEN rbcL DE C. reinhardtii 
2.1.1. Diseño de los oligonucleótidos
Se diseñaron dos oligonucleótidos cebadores complementarios 
(fig.1A) de manera que contuvieran el cambio del codón original cisteína 192 
(TGT) por uno de serina (AGC) de acuerdo con las indicaciones del kit 
comercial de mutagénesis dirigida (QuikChange de Stratagene). Los 
oligonucleótidos tenían una longitud de 40 bases y un contenido de GC del 
50%. La temperatura de fusión estimada del híbrido con la secuencia silvestre 
era de 80ºC. Las sustituciones se escogieron de manera que el cambio de 
codón introdujera un nuevo sitio de restricción Hind III. Estos 
oligonucleótidos se utilizaron para la construcción del plásmido conteniendo 
el gen rbcL con la Cys192 sustituida por una serina (pC192S). 
 
 
192a 5´ C GGT CGT GCA GTT TAT GAA AGC TTA CGT GGT GGT CTT GAC 3´






DM79a 5´ GGT CGT GGT CTT TTA GGT TCT ACA ATC AAA CCT AAA TTA GG 3´
DM79b 3´ CCA GCA CCA GAA AAT CCA AGA TGT TAG TTT TTG TTT AAT CC 5´
Rsa IB
 
Fig.1. Secuencia de los oligonucleótidos diseñados para la mutagénesis 
dirigida del gen rbcL para introducir el cambio C192S (A) y 
C172S/C192S (B). Los nucleótidos sustituidos se muestran subrayados. El 
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Para la obtención del gen rbcL con la doble sustitución, se partió del 
plásmido pC192S y se diseñaron los oligonucleótidos cebadores 
complementarios que contenían el cambio del codón original de la Cys172 
(TGT) por uno de serina (TCT) (fig.1B). La sustitución elimina un sitio de 
restricción Rsa I. La restricción del plásmido que contiene el gen rbcL 
silvestre (prbcLP) con Hind III produce fragmentos de 3,6, 1,1 y 0,9 Kb, 
mientras que en el plásmido pC192S, el fragmento de 0,9 kb se corta dando 
dos fragmentos de 0,7, y 0,2 kb, característicos de la mutación. El enzima Rsa 
I corta al plásmido prbcLP dando fragmentos de 1821, 1785, 660, 342, 323, 
225, 219, 205...pb, mientras que en el plásmido pC192S/C172S desaparece un 
sitio Rsa I entre los fragmentos indicados en negrita y subrayados, 
apareciendo por tanto un fragmento de 542 pb.  
 
2.1.2. Mutagénesis dirigida 
Para la mutagénesis de rbcL, se partió del plásmido prbcLP que 
contiene el subfragmento HpaI perteneciente al fragmento EcoRI-14 del 
DNA cloroplástico de C. reinhardtii, clonado en el sitio SmaI del vector 
pBluescriptII KS- (Stratagene). El inserto (de 2,67Kb) de prbcLP comprende 
desde 743pb antes del inicio de la zona codificante de rbcL hasta 499pb 
después del codón final. 
La mutagénesis dirigida se llevó a cabo utilizando el kit QuickChange 
Site-Directed Mutagenesis de Stratagene basado en la amplificación in vitro 
del plásmido prbcLP a partir de oligonucleótidos sintéticos mutados que son 
complementarios a la región que se va a mutar, y la posterior transformación 
de células de E. coli. Las oligonucleótidos se diseñaron de manera que la 
mutación introducida creara o destruyera un sitio de restricción, para facilitar 
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posteriormente el rastreo de transformantes. Los oligonucleótidos cebadores 
(150ng), complementarios a cadenas opuestas  del vector (5-50ng), se fueron 
extendiendo por la Pfu DNA polimerasa (2.5U) durante los ciclos de 
temperatura. La reacción de mutagénesis se llevó a cabo en un volumen final 
de 50 µl. Las condiciones fueron: una preincubación de 30s. a 95ºC, y 16 
ciclos de tres segmentos de 30s a  95ºC, 1 min a 55ºC. y 11 min (2min/kb) a 
68ºC, en un termociclador Techne de Progene. El producto de la reacción se 
digirió con 2,5 U de DpnI (secuencia diana: Gm6ATC-3´) que eliminó el 
molde DNA parental (Nelson y McClelland, 1992). El vector mellado que 
contenía la mutación se utilizó para transformar E. Coli (Epicurian Coli XL1-
Blue supercompetent cells). El plásmido que contenía el gen rbcL con la 
mutación que codifica la sustitución de la Cys192 por serina (C192S) se aisló 
de los transformantes bacterianos y se denominó pC192S. El doble mutante 
C172S/C192S se obtuvo por el mismo protocolo utilizando como molde de 
partida el plásmido con la mutación C192S e introduciendo sobre él la 
mutación C172S.  
 
2.1.3. Transformación de células competentes de E. coli
Para la mutagénesis dirigida, el DNA tratado con Dpn I se añadió a 
50µl de células supercompetentes Epicurian Coli XL-1 Blue o 100µl de E.coli 
DH5α competentes y se incubó en hielo durante 30 minutos. Se administró 
un pulso de calor durante 45 segundos a 42ºC y se pasaron a hielo durante 2 
minutos. Se añadió 0,5 ml de NZY+broth (hidrolizado de caseína 1%, extracto 
de levadura 0,5%, cloruro sódico 0,5%, Glucosa 0,4%, cloruro de magnesio 
0,125M y sulfato de magnesio 0,125M) precalentado a 42ºC y se incubó a 
37ºC durante 1 hora en agitación a 225-250rpm. Transcurrido este tiempo se 
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extendió todo el volumen en placas agar LB-ampicilina (cloruro sódico 1%, 
triptona 1%, extracto de levadura 0,5%, agar 2%, ampicilina 0.05 mg.ml-1). 
Las placas se incubaron hasta la visualización de las colonias transformantes, 
más de 16 horas a 37ºC. 
Para mantener los plásmidos prbcLP, pC172S, pC192S, pC192S/C172S y 
p228 se utilizaron células de Escherichia coli DH5α competentes por el 
método de cloruro cálcico (Seidman et al., 1997) o cloruro de rubidio 
(Hanahan, 1985) transformándolas por choque térmico según un 
procedimiento descrito (Seidman et al., 1997). Los transformantes se 
conservaron en forma de glicerinados mezclando las células en relación 1:1 
con una disolución de glicerol (glicerol 65%, MgSO4 0,1M, TrisHCl 0,025M 
pH8) mantenidolos a -80ºC.  
 
2.1.4. Extracción y purificación de plásmidos de E. coli 
La extracción del plásmido de E. coli se llevó a cabo por el método de 
lisis alcalina (Birnboim, 1983). Las muestras de DNA se analizaron en un gel 
de agarosa 1% tras la digestión con el enzima de restricción que produce el 
patrón característico según la mutación presente. En general, las 
electroforesis de DNA se realizaron en geles de agarosa (0,8-3%) con bromuro 
de etidio. Las muestras se prepararon añadiendo tampón de carga 6x 
(Na2EDTA 0,06M pH 8, Ficoll 400 12%, SDS 0,6%, azul de bromofenol 
0,15%, xileno cianol 0,15%) y se corrieron en tampón TAE (Tris 0,04M, ácido 
acético 0,02M, Na2EDTA 2mM) durante aproximadamente 1h a 90V, 
Los plásmidos mutantes se purificaron por diversos métodos: por  
reprecipitación de la miniprep, por extracción de la banda por extrusión o 
con el kit QIAquick Gel extraction de Qiagen. Las preparaciones de 
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plásmidos se cuantificaron espectrofotométricamente (considerando que 1 
unidad de densidad óptica a 260 nm equivale a 50μg/ml de DNA) y se 
utilizaron para la transformación de C. reinhardtii. 
 
2.2. TRANSFORMACIÓN DEL CLOROPLASTO DE C. reinhardtii 
2.2.1. Procedimiento de transformación
La transformación del cloroplasto de C. reinhardtii se realizó mediante 
bombardeo de microproyectiles de tungsteno cargados con los plásmidos 
mutantes e impulsados por helio comprimido utilizando el dispositivo PDS-
1000/He (Bio-Rad) (Boynton et al., 1988). Como organismos receptores se 
utilizaron las cepas no fotosintéticas de C. reinhardtii 18-7G (Spreitzer y 
Ogren, 1983) y la cepa 25-B1 (Newman et al., 1991). Antes de la 
transformación, la ploidía del cloroplasto de la cepa receptora (crecida en 
medio acetato en oscuridad) se redujo mediante un tratamiento con 5-fluor-
2´desoxiuridina 1mM durante aproximadamente 7 generaciones (Wurtz et 
al., 1977). Tras este tratamiento, se concentraron las células por 
centrifugación (2500g x 5min) y se extendieron en placas de medio acetato 
(aproximadamente 0,8 · 108 células/placa), dejándolas secar semiabiertas en 
una campana de flujo laminar en oscuridad durante 2h. 
Antes de iniciar la transformación, todo el material se esterilizó con 
etanol al 70%. Para la desaglomeración de los microproyectiles, se 
resuspendieron 30mg de tungsteno finamente granulado en forma de 
partículas de 1,1μm de diámetro (M-17, Bio-Rad) en 0,5ml de etanol 96% 
agitando en vortex  tres veces durante 2 min. Los microproyectiles se lavaron 
3 veces con 0,5ml de agua destilada estéril, eliminando cada vez el 
sobrenadante tras una centrifugación a 1000g x 1min y resuspendiéndolos 
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finalmente en 0,5ml de agua destilada estéril. Para precipitar el DNA sobre el 
tungsteno, se tomaron alícuotas de 50µl de la suspensión de tungsteno y se les 
añadió, en este orden, 5μg de DNA, 50µl de CaCl2 2,5M, y 20µl de 
espermidina 0,1M (grado de cultivo de tejidos). Esta mezcla se agitó durante 3 
min, se centrifugó (1000g x 10s) y el precipitado se lavó con 250µl de etanol 
96%, agitando de nuevo en vortex durante 30s. Después de centrifugar (1000g 
x 10s) el sedimento se resuspendió finalmente en 30µl de etanol al 96%. Con 
cada una de estas alícuotas se realizaron 3 disparos por placa (10µl/disparo). 
Para la transformación se utilizó un disco de ruptura de 1350 psi. La distancia 
de la placa respecto al disco de ruptura fue variable entre 8-14 cm en los 
diferentes disparos que recibió cada placa. A las 2h de la transformación, cada 
placa se dividió en 3 sectores, recogiendo las células de cada uno de ellos con 
un asa de siembra y resuspendiéndolas en 0,5ml de medio mínimo. 
Finalmente se añadieron 2ml más de medio mínimo sobre cada placa para 
recoger los restos de células. Las cuatro muestras se resembraron en 
diferentes placas de medio mínimo y se dejaron crecer las colonias 
transformantes durante más de 20 días.  
Considerando la posibilidad de que la mutación introducida produjera 
la inactivación de la Rubisco (y la consiguiente incapacidad de crecer en 
medio mínimo) se llevó en paralelo un procedimiento alternativo de 
selección de transformantes. Para ello células de C. reinhardtii tipo silvestre 
(cepa wt 2137 mt+) fueron bombardeadas con una mezcla de la construcción 
mutada (pC192S o pC172S/C192S) y el plásmido p228 (que confiere 
resistencia a espectinomicina) (Newman et al., 1990) y se seleccionaron en un 
medio suplementado con acetato que contenía espectinomicina (50 µg/ml). 
Las colonias transformantes se dispersaron en un medio acetato líquido estéril 
y se plaquearon de nuevo en medio acetato (sin espectinomicina). De la 
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segunda generación, que potencialmente contendría colonias homoplásmicas, 
se hicieron réplicas en medio mínimo (sin fuente de carbono) y medio 
acetato. Si las mutaciones C192S o C172S/C192S inactivaran la  Rubisco, los 
mutantes homoplásmicos para estas mutaciones deberían dar colonias en 
medio acetato, pero no en la réplica en medio mínimo. No se identificó 
ninguna cepa mutante mediante esta estrategia lo que está de acuerdo con 
que las cepas portadoras de estas mutaciones son fotosintéticamente activas. 
 
2.2.2. Purificación del DNA de C. reinhardtii y caracterización de la 
mutación  
El DNA de los transformantes se purificó mediante una modificación 
de un método descrito (Spreitzer et al., 1985). Las colonias potencialmente 
transformantes se resuspendieron en 0,5ml de medio mínimo: 0,25ml se 
plaquearon en medio mínimo y 0,25ml se mezclaron con 4 ml de medio 
acetato líquido y se incubaron en presencia de luz. Para la purificación del 
DNA de los transformantes se centrifugaron 1,5-3ml del cultivo líquido, y las 
células se resuspendieron en 150µl de H2O MilliQ estéril, y se lisaron al 
añadir 450µl de tampón de lisis (Tris-HCl 0,1M pH8, SDS 2%, NaCl 0,4M, 
EDTA 40µM). Tras incubar 5min en hielo, las proteínas se eliminaron por 
extracción con un volumen de fenol:cloroformo:alcohol isoamílico (25:24:1) 
y lavado con otro volumen de cloroformo. Por último los ácidos nucleicos se 
precipitaron con 2 volúmenes de alcohol 96% a -20ºC (durante más de 2h). El 
precipitado obtenido tras la centrifugación se lavó con etanol al 70% y se dejó 
secar. El precipitado seco se resuspendió en 25-50µl de H2O MilliQ. Antes de 
la amplificación del gen rbcL, el DNA se digirió previamente con HaeIII (que 
reconoce la secuencia GGCC que no se encuentra dentro del gen rbcL) 
durante 2h a 37ºC. El gen rbcL se amplificó por la reacción en cadena de la 
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polimerasa (Saiki et al., 1988), utilizando como cebadores diferentes 
combinaciones de los oligonucleótidos fwd1 (bases de +54 a +73), fwd2 (bases 
+296 a +310) y fwd15 (bases -159 a -142) en 5´ con rev8 (+1500 a +1484) rev9 
(bases +1232 a +1246) y rev16 (bases +1756 a +1732) en 3´(tabla I). Las 
condiciones de la reacción fueron una preincubación a 94ºC durante 5min 
seguida de 35 ciclos de tres segmentos (1 min a 94ºC, 1min a 50ºC y 2min a 
72ºC) y con un tiempo de extensión final de 10 min a 72ºC. La presencia de la 
mutación se detectó por análisis de restricción del producto de PCR, que 
permitió además comprobar el grado de homoplasmicidad de la mutación 
dentro del cloroplasto. Una de las colonias seleccionadas en medio mínimo a 
partir de la transformación con el plásmido C192S, contenía el gen silvestre 
de rbcL y esta cepa, con el fondo genético de 18-7G y el gen rbcL silvestre 
(llamada “revertiente”) se utilizó como control en todos los experimentos. Se 
realizaron rondas sucesivas de aislamiento y resiembra de las colonias en 
medio mínimo hasta alcanzar su homoplasmicidad, confirmada por análisis 
de restricción. Por último, en las cepas C192S, C172S/C192S y revertiente 
silvestre se comprobó la presencia de la mutación deseada y la ausencia de 
mutaciones adicionales en rbcL mediante secuenciación a partir del 
fragmento de PCR obtenido con la pareja de oligonucleótidos fwd15 y rev16 
(utilizando en este caso una polimerasa con una alta fidelidad de lectura, 
Expand High Fidelity PCR System, Roche). Para ello, se utilizó una batería de 
catorce cebadores (fwd1 a rev14) espaciados unos 200pb (tabla I), que cubren 
toda la región codificante de rbcL, siete en sentido 5´ a 3´ y siete en sentido  

















Secuencia Posición en rbcL 
fwd 1 5´-AGA CTA CCG TTT AAC ATA CT - 3´ bases +54 a +73 
fwd 2 5´-GCT TAC GTA TAC CCA AT- 3´ bases +296 a +310 
fwd 3 5´-GTA GAA CGT GAC AAA TTA AA- 3´ bases +469 a 488 
fwd 4 5´-GCT GGT ACT TGT GAA AT- 3´ bases +730 a +745 
fwd 5 5´-CAC GGT ATT CAC TTC CGT GTT- 3´ bases +919 a +939 
fwd 6 5´-CAC GTA TGG CACA TG CCA GCT- 3´ bases +1147 a +1167 
fwd 7 5´-GGC GAC GTA ATT CGT TCA G- 3´ bases +1324 a +1342 
rev 8 5´-TTA ACC TAA ACA CCA TAA AA- 3´ bases +1500 a +1484 
rev 9 5´-TGG AGC GTT ACC CCA AGG GT - 3´ bases +1232 a +1246 
rev 10 5´-CTA GTT TAC CTA CAA CAG TA- 3´ bases +1010 a +992 
rev11 5´-GTT AAG TAG TCG TGC ATA AT- 3´ bases +813 a +794  
rev 12 5´-TTT AGC TGA AAG ACC TAA TT- 3´ bases +550 a +531 
rev13 5´-TTC TTC GAA TAA GTC GAT T - 3´ bases +331 a +313 
rev 14 5´-TCT TAC TAC GTA ATC AGC T - 3´ bases +97 a +80 
fwd 15 5´-GAC TGA TAA GAC AAG TAC AT- 3´ bases -159 a -142 
rev 16 5´-TTG GTT TAG CGG ATG GGA CTC G- 3´ bases +1756 a +1732 
 
Tabla I. Secuencia de los oligonucleótidos usados para la amplificación 
y secuenciación de rbcL. 
 
3. PURIFICACIÓN DE LA RUBISCO DE C. einhard ii r t
Las células de C. reinhardtii se sedimentaron mediante centrifugación 
(3000g x 5min), se lavaron con agua destilada y se congelaron en nitrógeno 
líquido, almacenándose a -80ºC hasta el momento de utilizarlas. Excepto 
cuando se indique, todos los pasos de la purificación de Rubisco se realizaron 
a una temperatura de 4°C.  6-10g de células (peso fresco; 30g en el caso del 
enzima doble mutante) suspendidas en un volumen equivalente a 5 veces su 
peso de tampón de homogeneización (Tris-H2SO4 100mM, MgSO4 10mM, β-
mercaptoetanol 20mM, pH 8) se sonicaron (pulsos de 30s, 75W, separados 
30s) en un baño de hielo hasta que se observó por microscopía la rotura 
celular prácticamente completa. A continuación, se añadió al extracto crudo 
polivinilpolipirrolidona insoluble al 2% agitando 5min a 4ºC. Tras centrifugar 
a 35000g x 10min el sobrenadante se sometió a precipitación fraccionada con 
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(NH4)2SO4 entre el 35 y el 60% de saturación. El precipitado de la 
centrifugación final (15000g x 15min), disuelto en 2,5ml de tampón A (Tris-
H2SO4 10mM, MgSO4 10mM, NaHCO3 10mM, β-mercaptoetanol 1mM, pH 
8), se aplicó a una columna de Sephadex G-25 (PD-10, Pharmacia), 
equilibrada con tampón A, eluyéndose la proteína libre de sulfato amónico 
con 3,5 ml de dicho tampón. El eluído de la columna se repartió entre dos 
tubos de policarbonato que contenían 16ml de un gradiente lineal de sacarosa 
(0,2-0,8M) en tampón A, aplicando aproximadamente 1,75ml sobre cada uno 
de ellos. A continuación los tubos se centrifugaron a 132000g x 4h en un 
rotor de ángulo fijo (55.2 Ti, Beckman). Al finalizar la centrifugación se 
fraccionaron los gradientes con la ayuda de una cánula sumergida hasta el 
fondo del tubo y conectada a una bomba peristáltica en serie con un monitor 
de absorbancia a 280nm (modelo UV-1, Amersham-Pharmacia). Se recogió el 
pico correspondiente a la Rubisco y se guardó a -20ºC. 
El extracto parcialmente purificado (en un volumen aproximado de 
10ml) se sometió posteriormente a una cromatografía de intercambio iónico 
en una columna (0,5 x 5cm) de DEAE celulosa equilibrada con tampón Tris-
H2SO4 10mM pH 7,8. La muestra diluída con 10ml de dicho tampón se 
inyectó a un flujo de 1-2ml/min. A continuación, se lavó la columna con 
20ml más de tampón y se eluyó la muestra con 100ml de un gradiente lineal 
de (NH4)2SO4 (0-0,15M, en tampón de equilibrado). Todo este proceso se 
realizó entre 4 y 8ºC. 
De forma alternativa a la cromatografía en DEAE-celulosa, se realizó 
una cromatografía líquida (FPLC) a temperatura ambiente en una columna de 
intercambio aniónico Resource Q (Amersham-Pharmacia) de 1ml, 
equilibrada previamente con Tris-HCl 20mM pH 7,5, y cargada con la 
muestra obtenida del gradiente de sacarosa. La elución se llevó a cabo con 
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28ml de un gradiente lineal de NaCl (0 – 0,42M, en tampón Tris-HCl 20mM 
pH 7,5) a un flujo de 6ml/min y se recolectó directamente el pico de la 
Rubisco observado en el registro de un detector espectrofotométrico 
conectado en línea a la salida de la columna. 
Finalmente, las muestras correspondientes al pico de la Rubisco fueron 
transferidas a tampón de activación (Tris-HCl 100mM, MgCl2 10mM, 
NaHCO3 10mM, pH 8,2) mediante cromatografía en Sephadex G-25 (PD-10) 
equilibrada en este mismo tampón. La concentración de la Rubisco se 
determinó espectrofotométricamente, suponiendo un ε1% = 15,7 a 280nm 
(basado en los datos revisados por (Ferreira et al., 2000)). El análisis 
electroforético de la preparación final permitió estimar que la Rubisco 
constituía más del 95% de la proteína presente. 
Para la cristalización de Rubisco se utilizó un protocolo de purificación 
ligeramente diferente: Las células se lisaron por sonicación en una solución 
de Bicina 50mM pH 8, MgCl2 10mM, NaHCO3 10mM, EDTA (triplitex) 1mM, 
β-mercaptoetanol 5 mM, con 1 pastilla de inhibidores de proteasas (complete 
de Sigma) cada 50ml. Tras una precipitación diferencial con sulfato amónico 
entre 35 y 60% de saturación, el precipitado se disolvió en tampón de 
extracción y se cargó en una columna de exclusión molecular Superdex-200 
16/60 (Amersham Pharmacia). Las fracciones que contenían Rubisco se 
cargaron en una columna de intercambio aniónico MonoQ 6ml (Amersham 
Pharmacia), y la muestra se eluyó con un gradiente lineal de NaCl 0,1-0,4 M. 
La Rubisco purificada se concentró por centrifugación en un tubo Centricon 
(modelo YM-100, Millipore) a 10mg/ml en un tampón activador (HEPES 
50mM pH 7,5, NaHCO3 10mM, MgCl2 5mM), y se incubó con CABP 1mM 
durante 1h a 4ºC. 
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4. DETERMINACIÓN DE LA ACTIVIDAD DE LA RUBISCO 
4.1. DETERMINACIÓN ACTIVIDAD CARBOXILASA 
La Rubisco purificada (20µl de ≈ 0,2mg/ml) o procedente de un extracto 
crudo (50 µl) se incubó durante 10 minutos a 30ºC en un volumen final de 
200µl de tampón de activación (Tris-HCl 10mM, MgCl2 10mM, NaHCO3 
10mM pH 8,2). La reacción se inició añadiendo 50µl de la disolución 
radiactiva (Tris-HCl 10mM, MgCl2 10mM, [14C]-NaHCO3 55mM (1,5·109 
dpm/mmol), RuBP 2,3mM, pH 8,2). Después de incubar la mezcla durante 5 
min a 30ºC, la reacción se detuvo con 50µl de HCl 2M. El exceso de NaHCO3 
no fijado se evaporó como CO2 en una estufa con conexión a vacío durante 4-
5 h a 90ºC. El residuo seco se resuspendió en 200µl de H2O, se evaporó de 
nuevo en las mismas condiciones y finalmente, se redisolvió en 200µl de H2O. 
Se añadieron 3ml de mezcla de centelleo (Cocktail-22 Normascint, Scharlau) 
y se midió la radiactividad del 14C incorporado en un contador de centelleo 
Wallac 1409. En todos los ensayos se desarrollaron en paralelo controles sin 
Rubisco. La radiactividad específica del sustrato se determinó a partir del 
contaje de la marca introducida en cada ensayo. Para ello, se tomaron 50µl de 
la disolución radiactiva, se les añadió 3ml de mezcla de centelleo alcalina 
(0,98g de PPO y 0,2g de POPOP en 115ml de la mezcla 
tolueno/feniletilamina/agua/metanol (57:50:5:3, v/v) y se midió su 
radiactividad. 
Para el estudio de la estabilidad térmica de los enzimas mutantes, la 
Rubisco purificada se incubó a las temperaturas y tiempos indicados. A 
continuación, la muestra se enfrió 5min en hielo, se incubó 10min en el 
tampón de activación y se midió la actividad residual. 
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Para el seguimiento de las cinéticas de los tratamientos redox, se 
tomaron 20µl de las muestras en tampón de activación tratadas durante 
diferentes tiempos y se incubaron 5 min con 180µl de tampón de activación 
antes de iniciar la reacción con la adición de la disolución radioactiva. 
  
4.2. TRATAMIENTO DE LA RUBISCO CON DIFERENTES AGENTES 
OXIDANTES Y REDUCTORES 
Para la reducción o la oxidación completa del enzima, la Rubisco 
purificada a una concentración aproximada de 0,2mg/ml en tampón de 
activación (Tris-HCl 10mM, MgCl2 10mM, NaHCO3 10mM pH 8,2) se incubó 
habitualmente con cisteamina (CSH) 40mM o cistamina (CSSC) 20mM, 
respectivamente, durante 2h a 30ºC bajo atmósfera de nitrógeno en una 
estufa de vacío. 
Los tampones redox se prepararon como mezclas de CSH y CSSC en 
tampón de activación con diferentes relaciones molares (r= [CSSC]/[CSH]) 
desde r=0 hasta r=100 y concentración monomérica ([CSH]+2.[CSSC]) 
constante e igual a 40mM. 
Los tratamientos específicos con diferentes agentes oxidantes (arsenito 
de sodio, sulfato de cobre, glutatión oxidado, yodoacetamida, ácido 
yodoacetico, n-etilmaleimida, ditionitrobenzoato) a las concentraciones 
indicadas en cada caso, se realizaron durante el tiempo especificado a 30ºC en 
atmósfera de nitrógeno. 
 Para el seguimiento de las cinéticas de los tratamientos, las muestras 
se incubaron a 30ºC en viales abiertos y a los tiempos indicados de tomaron 
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4.3. DETERMINACIÓN DEL FACTOR DE ESPECIFICIDAD Y DE 
LAS CONSTANTES CINÉTICAS DE LA RUBISCO 
Este ensayo fue realizado por Julia Marín Navarro y Sriram Satagopan 
en el laboratorio del Dr. Robert Spreitzer de la Universidad de Nebraska con 
el que se estableció una colaboración. Para la determinación del factor de 
especificidad se utilizó el método de Jordan y Ogren (Jordan y Ogren, 1981), 
basado en la determinación simultánea de las actividades carboxilasa y 
oxigenasa con [1-3H]RuBP y NaH14CO3. Se preincubó la Rubisco 
(20μg/reacción) con NaH14CO3 20mM (5Ci/mol) (en tampón Bicina 50mM, 
MgCl2 10mM, DTT 1mM, pH 8,3) durante 15min a 25ºC en un volumen de 
490µl en un tubo cerrado, previamente insuflado con O2 100% a través de un 
tapón de goma. La reacción se inició mediante la adición de 10µl de [1-3H] 
RuBP 2,87mM (7,2 Ci/mol) y se mantuvo a 25ºC durante 30min hasta ser 
detenida con 100 µl de ZnSO4 50mM en HCl 0,5M. La mezcla se neutralizó 
con 100µl de cacodilato de sodio 1,5M antes de añadir 100µl de una mezcla de 
3-fosfoglicerato 0,2M y 2-fosfoglicolato 0,5mM. A continuación se añadieron 
100µl de fosfoglicolato fosfatasa (0,25 unidades, en tampón cacodilato de 
sodio 1,5M, ZnSO4 2mM, citrato de sodio 10mM, pH 6,3) y se dejó incubar la 
mezcla durante 30min a 30ºC deteniéndose la reacción con 900µl de ácido 
fórmico 1N. De esta manera se convirtió el [3H]-fosfoglicolato en [3H]-
glicolato facilitando su separación posterior del resto de productos 
fosforilados en una columna de intercambio iónico. Se tomo una alícuota de 
750µl que se pasó por una columna de AG-1X8 (Bio-Rad) (montada sobre una 
jeringa de 1ml), que retuvo los productos fosforilados. Tras eluir el glicolato 
lavando la columna 4 veces con 750µl de ácido fórmico 1N, se liofilizó una 
alícuota de 1,5ml del eluído. La actividad oxigenasa se determinó a partir de 
la medida de la radiactividad fijada en forma de 3H en esta muestra en un 
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contador de centelleo. Se tomó otra alícuota de 750µl de la mezcla de 
reacción, a la que se añadió 100µl de HCl 1M y se eliminó el exceso de 
NaHCO3 no fijado por evaporación a 80ºC durante una noche. La actividad 
carboxilasa se determinó directamente midiendo la radiactividad fijada en 
forma de 14C en esta alícuota en un contador de centelleo.  
Las constantes de Michaelis para el CO2 y el O2, así como la velocidad 
máxima para la velocidad de carboxilación se determinaron midiendo la 
fijación de 14C a partir de NaH14CO3 (Chen et al, 1988). La Rubisco 
previamente activada con NaHCO3 10mM a 4ºC durante una noche, se 
incubó (5μg/reacción) durante 1min a 25ºC, con diferentes concentraciones 
de NaHCO3 (de 0 – 16mM) en un tampón Bicina 50mM, MgCl2 10mM, DTT 
1mM, RuBP 0,76mM, pH 8,5 en dos condiciones diferentes: en un ambiente 
de 100% de N2 o en un ambiente de 100% de O2. Las concentración de CO2 se 
calcularon a partir de las de NaHCO3, calculando el pKa mediante la relación: 
pKa= 0,175 log(1/I) + 0,2957 log (1/T) + 6,3572 
donde I es la fuerza iónica de la disolución, y T la temperatura en ºC (Yokota 
y Kitaoka, 1985). De la representación de dobles inversos de la actividad 
carboxilasa (medida en condiciones anoxigénicas) respecto a las diferentes 
concentraciones de CO2 se obtuvieron la constante de Michaelis para el CO2  
y la velocidad máxima. La constante de Michaelis para el O2 (Ko) se calculó 
considerando el O2 como un inhibidor competitivo del CO2 para la reacción 
de carboxilación. Se calcularon las relaciones (R) de la velocidad de 
carboxilación en ausencia de oxígeno (sin inhibidor) respecto a la velocidad 
de carboxilación en presencia de oxígeno (con inhibidor), a las diferentes 
concentraciones de CO2 del ensayo. En estas condiciones de inhibición 
cruzada se cumple la relación (Laing et al 1975): 
R= 1+ Kc[O2]/Ko(Kc+[CO2]) 
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Ko se calculó a partir del punto de corte en el eje de ordenadas de la 
representación 1/(R-1) frente a la concentración de CO2. 
 
4.4. DETERMINACIÓN DE LA ACTIVIDAD CARBOXILASA EN 
EXTRACTOS CRUDOS 
Para estos ensayos se usaron los mutantes de C. reinhardtii en 
residuos conservados de la subunidad pequeña [s(C41S), s(C83S)] y grande 
(C84S, C247S, C284S, C449S, C459S, C449S/C459S, C427S) que fueron 
obtenidos en un trabajo previo en nuestro grupo de trabajo (Marín-Navarro, 
2004). Los cultivos de los mutantes crecidos en medio acetato con luz se 
diluyeron a 4.106 céls/ml. Entre 2-8ml de cultivo se centrifugaron (1500g 
2min) y el sedimento se resuspendió en 100 µl/ml de tampón de 
homogeneización (Tris-HCl 100mM pH 7,8, MgCl2 20mM, EDTA 1mM, 
NaHCO3 10mM, inhibidores de proteasas complete de Sigma (1pastilla/50ml)) 
junto el agente modificador (arsenito de sodio 2mM y/o CSH 20mM). Cada 
tratamiento se realizó por duplicado. Las células se sonicaron en un baño de 
hielo con pulsos de 5seg 75W hasta que se observó por microscopía una rotura 
celular total. Los restos celulares se sedimentaron por centrifugación (1500g x 
5min, 4ºC) y se incubaron a 30º durante 1h. Se tomaron 50µl por triplicado de 
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5. PROTEOLISIS DE LA RUBISCO 
5.1. ENSAYO DE PROTEOLISIS 
Para la digestión con subtilisina, se mezclaron 80 µl de la Rubisco 
reducida u oxidada con 20 µl de proteasa (2,5 μg/ml) en tampón de 
activación. Las mezclas se incubaron en un baño de agua a 30ºC a diferentes 
tiempos, y la reacción se paró mediante la adición de 10 µl de fluoruro de 
fenilmetilsulfonilo (PMSF) 22mM, disuelto en isopropanol, transfiriendo 
inmediatamente las muestras a hielo durante 10min. A continuación se 
prepararon las muestras para la electroforesis en gel de poliacrilamida con 
SDS (SDS-PAGE). Para ello se añadieron 55µl de tampón de carga SDS 3X 
(Tris-HCl 0,188M, β-mercaptoetanol 0,6M, SDS 6% (p/v), glicerol 30% (v/v), 
azul de bromofenol 0,075% (p/v), pH 6,8) y la mezcla se hirvió durante 5 
min.  
5.2. AJUSTE MATEMÁTICO AL MODELO DE PROTEOLISIS 
Los sistemas de ecuaciones diferenciales (ecuaciones 1-3 descritas en 
los resultados del capítulo I, apartado 2.6) se resolvieron numéricamente 
mediante el método de Newton, utilizando una hoja Excel. Los parámetros 
desconocidos (constantes cinéticas) se determinaron ajustando los puntos 
teóricos calculados por el modelo a los puntos experimentales, minimizando 
la suma de las desviaciones elevadas al cuadrado con la herramienta Solver de 
Microsoft Excel. La calidad del ajuste se evaluó con el coeficiente de 
determinación (Chatfield, 1983). El error estándar de las constantes se calculó 
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6. ELECTROFORESIS (SDS PAGE Y PAGE), TRANSFERENCIA A -
MEMBRANAS E INMUNOREVELADO DE LA RUBISCO 
La SDS-PAGE discontinua se realizó en geles del 10% o del 14% de 
poliacrilamida en el gel resolutivo (Laemmli, 1970). La electroforesis se corrió 
a 70V durante 30min y 100V durante 1h. Después, los geles se tiñeron con 
Coomassie R-250 0,1% en una mezcla de metanol 46% (v/v) y ácido acético 
8% (v/v) y se destiñeron con una mezcla de ácido acético 5% (v/v) y metanol 
20% (v/v). En otros casos, las proteínas se electrotransfirieron desde los geles 
a membranas de polivinildifluorideno (PVDF, Bio-Rad) a 20V durante una 
noche o 100V 1h30 en tampón TB (Tris 25mM, glicina 192mM, metanol 
20%(v/v) pH 8,3). La inmunodetección se llevó a cabo utilizando, como 
anticuerpo primario, un antisuero de conejo contra la Rubisco purificada de 
Euglena gracilis (Garcia-Ferris y Moreno, 1994) o en otros casos un antisuero 
de conejo obtenido comercialmente contra la Rubisco purificada de 
C.reinhardtii. Como anticuerpo secundario se usó uno de cabra anti-
inmunoglobulina G de conejo conjugado al enzima peroxidasa (Goat 
antirabbit IgG(H+L) HRP conjugate, Bio-Rad), revelando finalmente con el 
sustrato 4-cloro-1-naftol (HRP color development reagent, Bio-Rad). Los 
geles teñidos con Coomassie y las membranas inmunoreveladas fueron 
escaneadas y cuantificadas utilizando un programa de análisis de imagen 
(Quantity One, Bio-Rad).  
La electroforesis de la Rubisco nativa se llevó a cabo en geles no 
desnaturalizantes de poliacrilamida (PAGE)  que se prepararon con un gel 
resolutivo de poliacrilamida al 7% (p/v) y un pregel de poliacrilamida al 4% 
(p/v) en un tampón Tris-HCl 0,375M, pH 8,9. Las muestras se prepararon en 
tampón de carga no desnaturalizante 3X [Tris-HCl 0,2M, β-mercaptoetanol 
0,6M, glicerol 25% (p/v), azul de bromofenol 0,075% (p/v), pH 8] sin hervir. 
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La electroforesis se corrió durante 1h a 70V y 17h a 40V en tampón Tris-
glicina 50mM pH 8,3. 
 
7. CARACTERIZACIÓN DE LOS MUTANTES DE C. einha dtiir r
7.1. ANÁLISIS BIOQUÍMICO DE C. reinhardtii 
7.1.1 Determinación del contenido de clorofilas
Se partió de alícuotas de 1ml de cultivo. Las células se sedimentaron 
por centrifugación (1500g x 2min) y se resuspendieron en 1ml de acetona 
manteniéndolas a partir de entonces a 4ºC y en oscuridad. Después de 
eliminar los restos celulares por centrifugación (1500g x 10min, 4ºC), se 
determinó el contenido en clorofilas del sobrenadante, midiendo las 
absorbancias a 645 y 663 nm y aplicando la siguiente fórmula (Arnon, 1949): 
 Clorofilas tot (μg/ml) = 20,2 · Abs(645nm) + 8,02 · Abs(663nm) 
 
7.1.2. Determinación de la cantidad de proteínas 
Las proteínas de los extractos se precipitaron con TCA al 10% a 4ºC 
durante una noche. El sedimento se centrifugó (1500g x 10min, 4ºC), se lavó 
con 1ml de acetona para eliminar los restos de ácido, y tras una segunda 
centrifugación (1500g x 10min, 4ºC) se resuspendió en 50µl de NaOH 1M. Se 
añadió 0,45ml de Na2CO3 2,22% (p/v) y la mezcla se incubó a temperatura 
ambiente durante 30 min. A continuación se añadió 0,5ml de Lowry C, 
preparado como una mezcla 50:1:1 de LowryA (Na2CO3 2%(p/v) en NaOH 
0,1M)/LowryB1 (CuSO4·5H2O 0,5% (p/v) en H2O)/LowryB2(Na/K tartrato 
1%(p/v) en H2O). Las mezclas se incubaron de nuevo a temperatura ambiente 
durante 10 min, y se revelaron finalmente con 0,1ml de Lowry D (mezcla 1:1 
de H2O/ reactivo de Folin-Ciocalteu, Panreac). Se dejó completar la reacción 
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a temperatura ambiente durante 30 min y se midió la absorbancia a 750nm, 
tras eliminar los restos celulares por centrifugación (1500g x 5min). Como 
patrón se utilizó seroalbúmina bovina (0-80μg por ensayo). 
 
7.2. SEGUIMIENTO DEL CONTENIDO EN RUBISCO, PROTEÍNAS 
TOTALES Y CLOROFILA DURANTE LOS ESTRESES 
 
El estrés salino se realizó con NaCl a una concentración final de 
0.3M, y el estrés oxidativo con diamida a una concentración final de 2mM, 
ambos en medio acetato. Los estreses se aplicaron por triplicado a los 
mutantes y revertiente en paralelo. Los cultivos estresados se mantuvieron 
bajo luz continua (suministrada por 3 tubos de luz blanca de 30W situados a 
30cm) a 28ºC con agitación orbital. Durante el intervalo de estrés (7h 
(diamida) y 11 h (salino)) se tomaron periódicamente muestras para el 
seguimiento de la Rubisco, y en paralelo, como control  interno del estrés, se 
siguió la evolución del contenido de proteínas y clorofilas totales (éstas 
últimas solo en el estrés salino). 
El contenido de Rubisco y su estado de oxidación se analizó mediante 
electroforesis e inmunorevelado de muestras procesadas en condiciones 
reductoras y no reductoras (los tioles libres se bloquearon con IAM 10mM 
durante 10min a temperatura ambiente antes de añadir el tampón de carga 
sin β-ETSH y hervir las muestras). 
El estado de los cultivos, medido por la densidad celular, contenido 
de proteínas y clorofilas fue similar al inicio del estrés. Con objeto de 
homogeneizar las condiciones iniciales todos los cultivos se diluyeron 
diariamente a la misma densidad celular durante los 2 o 3 días previos al 
inicio del estrés. Los resultados se dan como promedio de diferentes 
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experimentos independientes. En concreto para el estrés con diamida se 
muestra la media de tres experimentos con tres réplicas de cada mutante y 
para el estrés salino: siete experimentos del cultivo revertiente, tres del 
cultivo C172S, cinco del cultivo C192S y seis del cultivo C172S/C192S. 
 
7.3. ENSAYO DE FIJACIÓN DE CO2 IN VIVO DURANTE EL ESTRÉS 
El estrés con diamida (1,12mM en medio acetato) se aplicó por 
duplicado sobre cultivos crecidos independientemente, en tubos de cristal 
iluminados por una bombilla de luz blanca de 100W situada a 20cm, 
mantenidos en un baño de agua a 30ºC, y agitados manualmente de forma 
periódica. En paralelo se ensayó un control no sometido a estrés, obtenido 
por mezcla de los cultivos de partida a la misma concentración celular. El 
estrés con diamida se inició añadiendo 35 µl de stock de diamida 102,4mM y 
200 µl de [14C]-NaHCO3 40mM (5·109 dpm/mmol) a 2965 µl de células 
(2,2·106 células/ml). A diferentes tiempos de estrés, se tomaron alícuotas de 
200µl, en las que se detuvo la fijación con 50µl de SDS 2% en HCl 2M. El 
exceso de NaHCO3 no fijado se evaporó como en el ensayo de actividad 
carboxilasa in vitro y, de la misma manera, se midió la radiactividad fijada. 
Para evitar la influencia comprobada de la posición respecto al foco de 
luz en la fijación, cada réplica (conjunto de cultivos estresados y control de 
cada mutante) se sometió a permutaciones periódicas de manera, que cada 
vez que se tomaba una muestra, los tubos habían estado en las mismas 
posiciones durante el mismo periodo de tiempo. 
La radiactividad específica del sustrato se calculó a partir de la medida 
de radiactividad correspondiente a 12,5µl de la disolución [14C]-NaHCO3 
40mM, añadiendo 3ml de la mezcla de centelleo alcalina. 
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Para la medida simultánea de la cantidad de Rubisco, se dispuso en 
paralelo, una segunda fila de tubos. En este caso el estrés se inició de igual 
manera pero se añadió el NaHCO3 40mM no radioactivo. Periódicamente, se 
tomaron alícuotas para la cuantificación de la Rubisco total, cuya cantidad se 
determinó por SDS-PAGE, transferencia a membrana e inmunodetección. 
 
8. CRISTALIZACIÓN Y DETERMINACIÓN DE LA ESTRUCTURA DE LA 
RUBISCO DE LOS MUTANTES 
 
8.1. CRISTALIZACIÓN 
Se utilizó la técnica de la gota colgante/equilibrio de vapor  para crecer 
los cristales a una temperatura constante de 20ºC. Las gotas se prepararon 
sobre un porta siliconizado mezclando 2-3µl de una muestra que tenía 
Rubisco 10mg/ml y 1mM 2-CABP con un volumen igual de la solución del 
pocillo que contenía  HEPES 50mM (0,02% azida sódica) pH 7,5, NaCl 0,05 a 
0,2M, PEG 4000 7 a 12% (0,02% azida sódica), NaHCO3 10mM y MgCl2 5mM 
(Karkehabadi et al, 2005).  
Para cristalizar la proteína silvestre modificada con diferentes agentes 
como cistamina, diferentes relaciones redox (r=0,8, r=1,5, r=4, r=8) o arsenito 
en presencia de un reductor (cisteamina o β-mercaptoetanol) se probaron 
distintas técnicas. Se intentó cristalizar la proteína modificada previamente 
pasada por cromatografía de exclusión molecular para quitar el exceso de 
reactivos; cocristalizar la proteína en presencia de los reactivos; modificar la 
proteína una vez cristalizada pasando un cristal de la proteína silvestre a una 
gota equilibrada con los reactivos; o promover el crecimiento de 
microcristales en presencia de los modificadores en una gota equilibrada (para 
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ellos se transfirieron microcristales de la proteína silvestre con un pelo de 
gato). 
8.2. DETERMINACIÓN DE LA ESTRUCTURA DE LA RUBISCO 
8.2.1. Obtención de los datos y procesamiento 
Los datos de difracción de rayos X de cristales simples de las proteínas 
C172S y C192S, que se habían congelado en nitrógeno líquido en una 
solución criogénica (solución de cristalización con etilenglicol 30%) se 
recopilaron a 100 K en el haz I711 del sincrotrón del MAX-lab (Universidad 
de Lund, Suecia). El tiempo de exposición por imágen fue de 100s cada 0,5º 
rotando el cristal en un goniómetro con giro mecánico. Los cristales 
difractaron a una resolución de 2,9Å para el mutante C172S y 2,6Å para el 
mutante C192S. Se analizó otro cristal del mutante C172S en el haz ID 14-3 
en European Synchrotron Radiation Facility (Grenoble, Francia) a 100 K que 
difractó a una resolución de 2,3Å.  
El procesado de los datos y determinación de la estructura se llevó a 
cabo con la colaboración de Saeid Karkehabadi e Inger Andersson 
(Universidad Agrícola Sueca en Uppsala). Los datos se procesaron usando los 
programas DENZO y SCALEPACK (Otwinowski y Minor, 1997). En ambos 
casos, la célula unidad presentaba simetría p21 con 1 molécula por unidad 
asimétrica.  
 
8.2.2. Obtención de las fases, construcción del modelo y 
refinamiento 
Las estructuras de los cristales se resolvieron mediante 
reemplazamiento molecular con el programa AMORE (Navaza y Saludjian, 
1997; Collaborative Computational Project, 2005). La molécula modelo fue 
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un juego de subunidad grande y pequeña de la Rubisco silvestre de C. 
reinhardtii obtenida a 1,4 Å de resolución (código PDB 1GK8) donde las 
cadenas laterales de los residuos sustituidos se habían eliminado. En cada caso 
(C172S y C192S) se encontraron las ocho soluciones correspondientes a las 
ocho orientaciones diferentes en la unidad modelo dentro de un 
hexadecámero en la unidad asimétrica. 
El ajuste final de la estructura se llevó a cabo usando los programas del 
pack CC4P REFMAC v.5 (Murshudov et al., 1997). Todas las reflexiones 
entre 25 Å y 2.3 Å resolución (C172S) y 25 Å y 2,65 Å (C192S) se usaron en el 
proceso de refinamiento, excepto el 5% de datos que se excluyeron 
aleatoriamente para el cálculo de Rlibre. Los mapas de densidad electrónica 
iniciales calculados después de una primera ronda de refinamiento mostró 
claramente densidad para los residuos sustituidos 172 y 192 respectivamente. 
Después de la construcción de los residuos correspondientes, las estructuras 
de los enzimas mutantes se siguieron refinando usando una función de 
máxima probabilidad. Finalmente, el ajuste se mejoró introduciendo 
restricciones en la simetría no cristalográfica (SNC) de las ocho copias de la 
subunidad grande y pequeña de la unidad asimétrica. Las moléculas de agua 
se añadieron usando el programa ARP/wARP (Perrakis et al., 1997), seguido 
por confirmación visual y la corrección de las asignaciones. Durante todo el 
refinamiento se inspeccionaron los mapas ponderados sigmaA 2mFo-DFc y 
mFo-DFc (Pannu y Read, 1996). El programa O (Jones et al., 1991) se usó 
para la visualización de los mapas de densidad electrónica, ajuste de los 
modelos, y el seguimiento y evaluación del refinamiento de las estructuras. 
Las estructuras de C172S y C192S se refinaron a un valor final de 
Rcrist/Rlibre de 0,183/0,220 y 0,204/0,244 respectivamente. La calidad 
esteroquímica del modelo se analizó con PROCHECK (Laskowki et al, 1993 ). 
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El programa Swiss pdb viewer se utilizó para el estudio de las estructuras 
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